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Le développement et l'homéostasie des os requièrent l'orchestration spatio-
temporelle d'un grand nombre de signaux moléculaires. Ces signaux entraînent l'activation 
ou l'inhibition de différents facteurs de transcription, lesquels sont en mesure de contrôler la 
prolifération et la différenciation des ostéoblastes et des chondrocytes. L'intégrité de ces 
différents mécanismes se doit d'être maintenu tout au long de la vie. Ainsi, une anomalie 
dans l'un de ces mécanismes conduit à l'apparition de pathologies osseuses et métaboliques 
telles qu’une hypophosphatémie, l'ostéoporose ou l'ostéoarthrite (OA). Afin d'en apprendre 
davantage sur la biologie osseuse, le projet décrit dans cette thèse a pour objectif de 
caractériser de nouveaux mécanismes de régulation transcriptionnelle pour deux gènes 
importants dans le développement des os et le maintien de leur intégrité. Il s’agit du Paired-
like Homeodomain Transcription Factor 1 (PITX1) et du Phosphate-regulating gene with 
homology to endopeptidase on the X chromosome (PHEX).  
Le premier mécanisme présenté dans cette thèse concerne la régulation 
transcriptionnelle du gène PITX1, un facteur de transcription à homéodomaine nécessaire, 
notamment, au développement des os des membres inférieurs et au maintien de l'intégrité 
du cartilage articulaire chez l'adulte. Ainsi, dans les chondrocytes articulaires, on note que 
l'expression de PITX1 est assurée par le recrutement du facteur de transcription E2F1 à 
deux éléments de réponse présents dans la région proximale du promoteur de PITX1. Aussi, 
dans les chondrocytes articulaires de patients souffrant d'OA, dans lesquels l'expression de 
PITX1 est fortement diminuée, un mécanisme de répression transcriptionnelle, lequel 
implique la protéine multifonctionnelle Prohibitin (PHB1), semble être activé. En effet, 
dans ces chondroytes, on note une forte accumulation nucléaire de PHB1 comparativement 
aux chondrocytes articulaires de sujets sains.   
Le second mécanisme présenté dans cette thèse concerne la répression 




au chromosome X (X-Linked Hypophosphatemia, XLH), lequel se caractérise par une 
hypophosphatémie et une ostéomalacie. Le traitement d'ostéoblastes à la Parathyroid 
hormone-related protein (PTHrP) permet d’observer la répression de PHEX. Afin de 
caractériser le mécanisme responsable de cette répression, des expériences de gènes 
rapporteurs ont révélé la présence de deux éléments de réponse pour le répresseur 
transcriptionnel E4BP4 dans le promoteur de PHEX. La suppression de l'expression 
d'E4BP4 par l'utilisation d'ARN d'interférence a permis de valider que ce facteur de 
transcription est responsable de la répression de PHEX suite au traitement d'ostéoblastes à 
la PTHrP.  
En somme ces nouveaux mécanismes de régulation transcriptionnelle permettent de 
mieux comprendre la régulation de l'expression de PITX1 et de PHEX. Aussi, cette 
nouvelle implication de PHB1 dans la pathogenèse de l'OA offre de nouvelles possibilités 
de traitement et pourrait servir pour le diagnostic précoce de cette pathologie. Enfin, la 
caractérisation d'E4BP4 en tant que médiateur pour la répression de PHEX par la PTHrP 
suggère que ce répresseur transcriptionnel pourrait être impliqué dans le contrôle de la 
minéralisation des os et des niveaux de phosphate sanguin.  
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Bone development and homeostasis need a large amount of molecular signals to be 
finely regulated in  time and space. These signals lead to the activation or to the inhibition 
of different transcription factors, which are implicated in the control of osteoblast and 
chondrocyte proliferation and differentiation. The integrity of these mechanisms is required 
in order to have a healthy life. Indeed, if one of these mechanisms is dysfunctional, 
different diseases could develop such as hypophosphatemia, osteoporosis and osteoarthritis 
(OA). In order to contribute to the comprehension of bone biology, the present thesis 
describes new mechanisms for the transcriptional regulation of two genes implicated in 
bone development and regulation: PITX1 (Paired-like Homeodomain Transcription Factor 
1) and PHEX (Phosphate-regulating gene with homology to endopeptidase on the X 
chromosome). 
The first mechanism described in this thesis relates to  the transcriptional regulation 
of PITX1, a gene that encodes for a member of the homeobox family of transcription 
factors. PITX1 is required in bone development of inferior members and in the maintenance 
of the articular cartilage integrity in adults. Thereby, we showed that in articular 
chondrocytes, the expression of PITX1 is activated after the transcription factor E2F1 was 
recruited at two response elements in the proximal region of its promoter. Moreover, in 
articular chondrocytes from OA patients, we observed that the expression of PITX1 is 
strongly decreased. We proposed that the mechanism responsible for this repression 
requires the multitask protein Prohibitin (PHB1), which is strongly accumulated in OA 
chondrocyte nuclei, but not in chondrocyte nuclei from healthy individuals.  
The second mechanism described in this thesis reports a transcriptional mechanism 
by which PHEX, the gene that encodes for the peptidase mutated in the syndrome X-Linked 
Hypophosphatemia (XLH)and characterized by hypophosphatemia and osteomalecia, is 




related protein (PTHrP) induced a decrease in PHEX expression. In order to characterize 
the mechanism responsible for this repression, we performed gene reporter experiments and 
identified two response elements for the transcription factor E4BP4 in the PHEX promoter. 
The downregulation of E4BP4 by siRNA led to the validation that this repressor decreased 
the expression of PHEX in osteoblasts after their treatment with PTHrP. 
In conclusion, the new transcriptional mechanisms presented in this thesis allow a 
better understanding of PITX1 and PHEX expression. Moreover, the potential role of PHB1 
in the establishment of OA presents many interesting possibilities regarding the treatment 
and diagnosis of this disease. Finally,  the characterization of E4BP4 as a mediator of 
PHEX repression by the PTHrP suggests that E4BP4 could be implicated in the control of 
bone mineralization and phosphate levels in the blood.  
 
Keywords : bone, articular cartilage, chondrogenesis, chondrocyte, osteoblast, PITX1, 
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1.1 Le squelette 
Les vertébrés forment un groupe d'espèces appartenant au règne animal qui se 
caractérise par un squelette cartilagineux parfois partiellement ossifié. Chez l'homme, ce 
squelette est composé de 206 os de divers types qui offrent une protection à certains 
organes vitaux tels les poumons, le cœur et le système nerveux. Aussi, ils fournissent un 
soutien aux différents muscles, servant donc de support pour le maintien de la posture et 
des mouvements. Les os exercent également une fonction métabolique en agissant comme 
réserve de minéraux tel le calcium et le phosphate ou par leur action sur d'autres systèmes 
[1, 2]. Ainsi, puisqu'ils exercent un large éventail de rôles et que leur morphologie est très 
complexe, leur développement, leur croissance et le maintien de leur intégrité requièrent 
l'orchestration spatio-temporelle de plusieurs mécanismes hormonaux, cellulaires et 
moléculaires. Aussi, puisqu'ils sont soumis à un grand nombre de stress tout au long de la 
vie de l'organisme, ces mécanismes se doivent d'être maintenus durant cette même période. 
Or, la défaillance de l'un de ces mécanismes peut, par exemple, conduire à de sévères 
anomalies lors du développement des os, ce qui peut engendrer une mort périnatale, ou en 
une perte de leur intégrité et donc un mauvais fonctionnement du squelette. 
Les quinze dernières années ont permis de grandes avancées dans notre 
compréhension des mécanismes régulant le développement des os. Le raffinement des 
techniques permettant l'élaboration d'animaux génétiquement modifiés a conduit à la 
découverte de nouveaux facteurs essentiels à la formation des os et à leur maintien tout au 
long de la vie. Ainsi, plusieurs cytokines, hormones, récepteurs et facteurs de transcription 
sont maintenant connus pour être essentiels au bon déroulement de la squelettogenèse [2-4]. 
Notre connaissance grandissante des mécanismes impliqués dans la formation et 
l'homéostasie des os nous permet maintenant de prévenir et de traiter un grand nombre 
d'anomalies osseuses. De plus, dans un contexte où l'espérance de vie augmente 
constamment, il s'avère essentiel de comprendre les facteurs favorisant l'intégrité et le bon 
fonctionnement du squelette durant l'âge adulte afin de maintenir un haut niveau de qualité 




1.2 Objectif de la thèse 
Cette thèse a pour objectif de caractériser de nouveaux mécanismes 
transcriptionnels impliqués dans la régulation de gènes importants pour la minéralisation 
des os ainsi que pour le développement et le maintien de l'intégrité du cartilage articulaire. 
Plus spécifiquement, elle traite de la régulation transcriptionnelle de deux gènes. Le 
premier, PHEX, est une peptidase dont l'expression et l'activité permettent le bon 
déroulement de la minéralisation de la matrice extracellulaire osseuse et le contrôle de la 
phosphatémie. Le deuxième, PITX1, est un facteur de transcription dont l'expression est 
essentielle pour l'attribution de l'identité des membres inférieurs grâce à son action, 
notamment, lors de la chondrogenèse. Ainsi, les nouveaux mécanismes transcriptionnels 
caractérisés dans cette thèse permettent d'offrir de nouvelles avenues pour le diagnostique 
préventif et le traitement de maladies dégénératives osseuses telles l'ostéoporose et 
l'ostéoarthrite.  
1.3 Formation et organisation des os  
Afin de mieux comprendre ces nouveaux mécanismes transcriptionnels impliqués 
dans la biologie osseuse et de discuter des perspectives découlant de ces découvertes, la 
prochaine section décrira aux lecteurs les étapes essentielles du développement des os. 
Ainsi, une brève description des mécanismes régulant la formation des os et des 
articulations lors de l'embryogenèse sera suivie par une description de l'organisation du 
tissu osseux et cartilagineux. 
1.3.1 La formation des os  
Les os sont considérés comme un organe composé de deux types de tissus, le tissu 
minéralisé et le tissu cartilagineux, dont la synthèse est assurée respectivement par les 




condensation de cellules mésenchymateuses (Figure 1.1A). Cette étape est initiée par 
l'expression de divers facteurs de croissances dont les BMPs (Bone morphogenetic 
proteins), les FGFs (Fibroblast growth factor) et le TGF-β (Transforming Growth Factor 
Beta) [2, 4-7]. Selon la nature des signaux, deux types d'ossification sont observés: 
l'ossification intramembraneuse, caractérisée par la différenciation des cellules 
mésenchymateuses directement en ostéoblastes, et l'ossification endochondrale caractérisée 
par un intermédiaire cartilagineux nécessaire à l'ossification. Dans cette introduction, les 
mécanismes responsables de l'initiation de l'ossification endochondrales seront expliqués en 
détail. 
Ainsi, lors de l'ossification endochondrale, la condensation des cellules 
mésenchymateuses est suivie par la formation d'une structure pré-cartilagineuse. Cette 
étape nécessite l'induction, par divers facteurs de croissance, de l'expression du gène SOX9 
(aussi nommé SRY-BOX9 pour Sry-Related HMG-Box Gene 9), un gène codant pour un 
facteur de transcription dont le rôle sera plus largement abordé plus loin. Rapidement, il y 
aura différenciation des cellules mésenchymateuses en chondrocytes qui auront pour 
fonction d'assurer la formation de la matrice extracellulaire d'une structure cartilagineuse 
servant de gabarit à l'os (Figure 1.1B) [2, 4, 5, 9]. Il en suivra un processus de prolifération des 
chondrocytes, permettant l'expansion de ce gabarit cartilagineux, suivi de leur 
différenciation terminale, conduisant ainsi à l'apparition de chondrocytes hypertrophiques 
(Figure 1.1C) et à l'ossification de la diaphyse (région centrale de l'os où l'on retrouve l'os 
trabéculaire) (Figure 1.1D). Ce phénomène est accompagné par l'envahissement de 
vaisseaux sanguins et de cellules progénitrices d'ostéoblastes dans la diaphyse, conduisant à 
l'expansion du volume d'os trabéculaire et à la création de la niche hématopoïétique (Figure 







Figure 1.1 Schéma du développement des os à partir de la 
condensation des cellules mésenchymateuses. 
(A, B) La formation des os débute par la condensation (A) et la différenciation 
(B) en chondrocytes de cellules mésenchymateuses afin de former un gabarit 
cartilagineux. (C) Les chondrocytes au centre de cette structure cartilagineuse 
cessent de proliférer, poursuivent leur différenciation et deviennent 




(D) Ces chondrocytes hypertrophiques stimulent l'angiogenèse, ce qui mène à 
l'envahissement de l'os par des vaissaux sanguin (représentés en rouge sur le 
schéma). Les chondrocytes hypertrophiques stimulent également la 
différenciation de cellules périchondriales adjacentes en ostéoblastes. Ces 
derniers sont responsables de la formation du cortex osseux. (E, F) Les 
chondrocytes hypertrophiques sont éliminés par apoptose et progressivement 
remplacés par des ostéoblastes (cellules représentées par un bâtonnet gris sur le 
schéma). Ensemble, les chondrocytes hypertrophiques et les ostéoblastes 
permettent la minéralisation de la matrice extracellulaire et la formation de la 
structure qui deviendra l'os trabéculaire (en gris sur le schéma). (G) Les 
chondrocytes de la métaphyse et de l'épiphyse poursuivent leur prolifération, ce 
qui résulte en une croissance longitudinale de l'os. Dans la métaphyse, les 
chondrocytes pré-hypertrophiques (représentés par un cercle applati) 
s'organisent en colonnes et forment la plaque de croissance. On note la présence 
d'une population de chondrocytes de réserve au-dessus des chondrocytes pré-
hypertrophiques. Ces chondrocytes de réserve permettront de remplacer les 
chondrocytes de la plaque de croissance qui disparaissent par apoptose. Au 
centre des épiphyses, les chondrocytes hypertrophiques et l'accumulation 
d'ostéoblastes actifs conduisent à la formation d'un second site d'ossification 





Dans les os longs, de part et d'autre de la diaphyse, une population de chondrocytes 
sera maintenue afin d'assurer la formation des plaques de croissances, l'une des deux 
structures cartilagineuses des os longs, l'autre étant le cartilage articulaire dont la formation 
sera décrite plus loin (Figure 1.1G) [2, 4, 5, 9]. À l'intérieur de ces plaques de croissances, les 
chondrocytes s'organiseront afin d'assurer la croissance longitudinale des os. Ainsi, on y 
retrouvera trois sous-populations distinctes de chondrocytes, classées selon leur état de 
différenciation (Figure 1.1G et 1.2). La première population, composée de chondrocytes 
pouvant proliférer, est située tout près des épiphyses (extrémité des os longs) et assure la 
croissance longitudinale des os et la synthèse de la matrice cartilagineuse. Sous cette 
population, on retrouvera des chondrocytes ayant amorcé un processus de différenciation 
terminale, les chondrocytes pré-hypertrophiques, lesquels assurent également la synthèse de 
la matrice cartilagineuse. Enfin, tout près de la diaphyse, on retrouvera une population de 
chondrocytes complètement différenciés, appelés chondrocytes hypertrophiques lesquels 
ont pour fonction la minéralisation du cartilage et, donc, la création du premier site 
d'ossification donnant naissance à l'os trabérulaire [2, 4, 5, 9]. Enfin, le développement de l'os 
se poursuivra également durant le développement postnatal. Très tôt au cours de cette 
période, un second site d'ossification, situé au centre des épiphyses, sera formé par la 
différenciation terminale des chondrocytes s'y trouvant (Figure 1.1G) [4]. Enfin, durant la 
poursuite du développement post-natal et tout au long de la vie adulte, la synthèse et le 
remodelage du tissu minéralisé seront assurés par l'activité coordonnée des ostéoblastes et 
des ostéoclastes (cellules permettant la dégradation du tissu calcifié) [2].  
1.3.2 La formation des articulations 
La formation des articulations synoviales (aussi nommée articulations 
diarthrodiales) débute elle aussi durant l'embryogenèse [10-12]. Ces structures sont 
essentielles pour le mouvement adéquat des os l'un par rapport à l'autre. Deux théories, qui 




des articulations. La première stipule que la condensation des cellules mésenchymateuses 
forme une structure continue entre les différents os se faisant suite et que c'est une 
interruption de cette différenciation, aux sites devant accueillir une structure articulaire, qui 
permettra le positionnement du site où le développement de l'articulation prendra place [11, 
13-15]. La deuxième théorie suggère plutôt que le développement de deux os débute par la 
formation de deux gabarits cartilagineux indépendants l'un de l'autre et que, tout au long de 
leur expantion, une zone intermédiaire sera présente et maintenue [16]. Encore ici, le 
développement des structures articulaires tels la membrane synoviale, les ligaments et le 
cartilage articulaire prendra place dans cette zone intermédiaire [10-12]. Toutes ces structures 
articulaires sont essentielles au bon fonctionnement et au maintien de l'intégrité de 
l'articulation. Les défauts génétiques entraînant des anomalies lors du développement de 
l'une de ces structures ou, encore, l'accumulation au cours de la vie de dommages 
résulteront en une perte de la fonction des articulations plus ou moins importante selon le 
cas.  
1.3.3 Composition et organisation du tissu osseux 
Deux types de tissus osseux sont normalement retrouvés dans l'ensemble du 
squelette: l'os cortical (aussi nommé os compact), constituant l'enveloppe osseuse dense à 
l'extérieur des os, et  l'os trabéculaire (aussi nommé os spongieux) qui s'organise en un 
réseau irrégulier de trabécules osseuses parmi lesquelles les cellules hématopoïétiques 
trouveront leur niche. Comme il a été mentionné plus tôt, ce sont les ostéoblastes qui sont 
responsables de la synthèse de la matrice extracellulaire et de sa minéralisation [2-4, 7]. Ainsi, 
avant la minéralisation, les ostéoblastes synthétiseront une matrice extracellulaire (MEC) 
composée de grandes quantités de Collagen Type 1, Alpha-1 et Alpha-2 (COL1A1 et 
COL1A2) ainsi que de certaines autres protéines qui assisteront la minéralisation telles 
Osteopontin (OPN), Bone Sialoprotein (BSP), Dentin Matrix acidic Phosphoprotein 1 
(DMP1) et Matrix Extracellular Phosphoglycoprotein (MEPE). Une fois cette MEC 




Phosphatase Liver/Bone/Kidney type), elle aussi assurée par les ostéoblastes, induira la 
formation de cristaux d'hydroxyapatite [2-4, 7].  
La matrice osseuse est un tissu très dynamique qui est en constant remodelage tout 
au long de la vie. Ce remodelage consiste en une réorganisation de la matrice minéralisée 
par des rondes de dégradation et de synthèse du tissu minéralisé [2, 7]. Ce processus est 
nécessaire afin d'assurer la croissance des os, leur réparation et leur intégrité. Ce sont les 
ostéoclastes qui assurent la dégradation de la matrice minéralisée. Ces cellules géantes et 
multinucléées, provenant de la différenciation de monocytes, sont capables, lorsqu'activées, 
d'induire la dégradation du tissu minéralisé par l'effet d'acides et de protéases tels que la 
Cathepsin K (CTSK) [2, 7]. Ce remodelage ossseux nécessite une étroite régulation 
puisqu'une mauvaise coordination des taux de synthèse et de dégradation résultera en une 
augmentation ou en une diminution anormale de la masse osseuse, comme par exemple 
dans les cas d'ostéopétrose et d'ostéoporose, respectivement. 
1.3.4 Composition et organisation du tissu cartilagineux 
Tel que mentionné précédemment, le tissu cartilagineux est le tissu de base, durant 
l'embryogenèse, permettant le développement des os. Un total de trois structures 
cartilagineuses, transitoires ou permanentes, sont observées dans les os. La première de ces 
structures cartilagineuses est présente uniquement durant l'embryogenèse et sert de gabarit 
lors de l'ossification endochondrale [5, 17]. La seconde est le cartilage que l'on retrouve dans 






Figure 1.2 Schéma d'une plaque de croissance.  
Dans le schéma, les chondrocytes prolifératifs sont représentés par de petits 
cercles jaunes, les chondrocytes pré-hypertrophiques par des cercles verts 
aplatis et les chondrocytes hypertrophiques par de gros cercles bleus et mauves. 
(1) Impact de la PTHrP, produite par une population de chondrocytes 
prolifératifs (représentés par des cercles rouges), sur l'inhibition de la 
différenciation terminale des chondrocytes. (2-4) Impact de IHH, produit par 
une population de chondrocytes hypertrophiques (représentés par de grands 
cercles mauves) sur la stimulation de la différenciation des chondrocytes (2), de 
la synthèse de la PTHrP (3) et de la minéralisation (4). Schéma inspiré de 





Enfin, la troisième structure est le cartilage articulaire, qui enrobe la surface des épiphyses, 
nécessaire au bon fonctionnement des articulations [9, 18, 19]. Ces trois cartilages de type 
hyalin sont essentiellement composées de Collagen Type II, Alpha-1 (COL2A1) et de 
divers protéoglycanes tel que Aggrecan (ACAN) dont la synthèse est assurée uniquement 
par les chondrocytes [9, 18, 19]. De ces trois structures, une seule est maintenue tout au long 
de la vie adulte, le cartilage articulaire, tandis que les deux autres sont transitoires. Il n'est 
pas rare d'observer des défauts dans la composition et l'organisation de ces trois structures 
cartilagineuses engendrant ainsi de graves conséquences sur le développement et la 
fonction des os. 
1.4 Le cartilage articulaire 
Dans l'articulation, lors des mouvements, le cartilage articulaire offre une surface 
lisse et libre de friction. De plus, par sa souplesse, il permet la dispersion des forces lors 
d'impact et protège ainsi les épiphyses contre différents stress mécaniques. Bien que les 
chondrocytes peuplant le cartilage articulaire ont la même origine et ressemblent à ceux 
retrouvés dans la plaque de croissance, certains points les distinguent [9, 19, 20]. Ainsi, les 
chondrocytes du cartilage articulaire seront beaucoup moins suceptibles de proliférer. De 
plus, puisque l'intégrité du cartilage articulaire doit être maintenu tout au long de la vie, il 
est nécessaire que leur population soit elle aussi maintenu durant cette période [19, 20]. Ces 
deux traits les distinguent donc des chondrocytes de la plaque de croissance, lesquels sont 
appelés à entreprendre un cycle de prolifération, différenciation terminale et apoptose 
durant les premières années de la vie. Un grand nombre de découvertes permettent 
maintenant de mieux comprendre les mécanismes moléculaires à l'origine de ces deux 
populations uniques de chondrocytes. Parmi ceux-ci, on retrouve les Growth 
Differentiation Factor 5/6/7 (GDF5/6/7) et le facteur de transcription V-ETS Avian 
Erythroblastosis Virus E26 Oncogene Homolog (ERG) dont les rôles seront abordés dans la 






Figure 1.3 Schéma présentant l'organisation des différentes 
structures des os longs. 
(A) La cavité renfermant les cellules hématopoïétiques (MC) et le site 
d'ossification secondaire sont représentés en rouge. La section du cartilage 
articulaire schématisé en B est encadrée en noire.  (B) Schéma des différentes 
zones retrouvées dans le cartilage articulaire. À droite du schéma, une liste de 
différents marqueurs exprimés par les cellules constituant ces zones. SZ, zone 
superficielle ; IZ, zone intermédiaire ; RZ, zone radiale ou profonde ; ZCC, 





1.4.1 L'organisation du cartilage articulaire 
Une fois formé, le cartilage articulaire adoptera une organisation qui lui est propre 
(Figure 1.3). Cette organisation, qui rappelle celle du cartilage formant les plaques de 
croissance, est essentielle au bon fonctionnement de l'articulation. Ainsi, il est possible de 
diviser le cartilage articulaire en quatre zones distinctes caractérisées par le stade de 
différenciation des chondrocytes les composant et la nature des protéines composant la 
MEC : la zone superficielle (SZ), la zone intermédiaire (IZ), la zone radiale ou profonde 
(RZ) et la zone de cartilage calcifié (ZCC) (Figure 1.3B) [9, 23]. Dans la première, la SZ, 
située en surface de l'articulation, on retrouve une population de chondrocytes aplatis qui 
sécrétent un protéoglycane unique au cartilage articulaire, le PRG4, permettant une 
lubrification optimale de la surface cartilagineuse (Figure 1.3B) [9, 23-26]. Située sous cette 
zone, dans la IZ, on retrouve une population de chondrocytes ayant une forme plus arrondie 
rappelant les chondrocytes prolifératifs de la plaque de croissance. Cette population de 
chondrocytes exprime tous les marqueurs typiques de chondrocytes nouvellement formés 
tel SOX9, COL2A1 et ACAN (Figure 1.3B) [9, 18, 19].  Enfin, sous-jacentes à cette zone, on 
retrouve la RZ et la ZCC, lesquelles sont composées respectivement des chondrocytes pré-
hypertrophiques et hypertrophiques (Figure 1.3B). Ces deux populations cellulaires sont 
caractérisées par l'expression du facteur de transcription Runt-Related Transcription Factor 
2 (RUNX2), un régulateur transcriptionnel jouant un rôle clé de la calcification et dont les 
fonctions spécifiques seront abordées plus loin dans cette introduction. Aussi, ces 
populations de chondrocytes se caractérisent par leur capacité à produire Collagen Type X, 
Alpha-1 (COL10A1) et l'enzyme ALP, deux protéines associées à la calcification du 
cartilage (Figure 1.3B) [9, 18, 19]. La composition en collagène et en protéoglycane ainsi que 
le nombre et l'état de différenciation des chondrocytes peuplant le cartilage articulaire sont 
essentiels à son bon fonctionnement et à son maintien tout au long de la vie adulte. Un 
simple changement peut induire une cascade d'événements entraînant la dégradation de ce 
tissu et la perte de sa fonction. Enfin, quelques uns de ces changements seront abordés plus 




1.5 La genèse des cellules nécessaires au développement des 
os 
Maintenant que le développement et l'organisation des différentes structures 
osseuses ont été décrits, les mécanismes régulant la différenciation des cellules retrouvées 
dans ces structures seront abordés. Tel que mentionné plus tôt, trois types cellulaires sont 
responsables du développement, du maintien de l'intégrité et de la réparation des différentes 
structures osseuses: les ostéoblastes, les ostéoclastes et les chondrocytes. Les ostéoblastes, 
responsables de la synthèse de la matrice extracellulaire du tissu osseux et de sa 
minéralisation, et les chondrocytes, responsable de la synthèse de la matrice extracellulaire 
du cartilage, ont tous deux une origine mésenchymateuse [2-4]. Cette origine commune fait 
en sorte que ces cellules partagent un grand nombre de caractéristiques quant aux 
mécanismes moléculaires participant à leur différenciation et à leur activité. Enfin, la 
différenciation des ostéoclastes, dont le rôle est, tel que mentionné plus tôt, d'assurer la 
dégradation (résorption) du tissu minéralisé, ne sera pas décrite dans cette section [2, 7].  
1.5.1 L'ostéoblastogenèse 
L'ostéoblastogenèse se divise en trois étapes : l'état de pré-ostéoblaste, d'ostéoblaste 
immature et d'ostéoblaste mature (Figure 1.4) [6, 7, 27]. Ce processus doit être parfaitement 
régulé étant donné que le nombre d'ostéoblastes et leur activité se doit d'être optimal afin 
assurer un développement normal des os et un maintien de leur qualité. Certaines voies de 
signalisation et facteurs de transcription sont essentiels à l'initiation de la différenciation 
des ostéoblastes et à la synthèse et la minéralisation du tissu minéralisé. Ces voies de 
signalisation et facteurs de transcription sont, pour leur part, contrôlés par divers hormones 
et facteurs de croissance, permettant ainsi une réponse du tissu osseux à des changements 
systémiques ou locaux. Parmi ces facteurs solubles régulant la différenciation des 
ostéoblastes, on retrouve la Parathyroid Hormone (PTH), la Parathyroid hormone-related 




ou communément nommé vitamine D3), les Growth Hormone (GHs), les BMPs, notament 
BMP2 et BMP4, les FGFs, notament FGF2 et FGF18, l' Insulin-Like Growth Factor 1 
(IGF1) et les Wingless-Type MMTV Integration Site Family (WNTs), notamment WNT3a, 
5a et 10 [6, 7, 27]. Les prochains paragraphes détailleront le rôle de différents facteurs de 
transcription ainsi que de certaines hormones et facteurs de croissance impliqués dans la 
différenciation des ostéoblastes. 
1.5.1.1 Les facteurs de transcription qui régulent l'ostéoblastogenèse 
Au cours des dernières années, le raffinement des techniques de biologie 
moléculaire et d'élaboration d'animaux transgéniques ont permis la caractérisation d'un 
grand nombre de facteurs de transcription et de voies de signalisation impliqués dans les 
processus de différenciation des ostéoblastes et de la minéralisation de la matrice 
extracellulaire des os (Figure 1.4). Parmi tous ces nouveaux facteurs de transcription 
identifiés, certains se sont avérés être plus importants que d'autres. En fait, trois facteurs de 
transcription sont maintenant connus comme étant au centre du processus de 
l'ostéoblastogenèse, un processus qui comprend la différenciation des cellules 
mésenchymateuses pluripotentes en ostéoblastes ainsi que la maturation de ces pré-





Figure 1.4 Schéma résumant le contrôle de l'ostéoblastogenèse par 
différents facteurs de transcription. 
Schématisation des différents stades de différenciation des ostéoblastes et les 
facteurs de transcription essentiels à cette différenciation. Au bas du schéma 
figure le nom des gènes qui sont exprimés aux différentes étapes de la 
différenciation des ostéoblastes et qui sont importants pour le bon déroulement 






Le plus important facteur de transcription de l'ostéoblastogenèse, RUNX2, aussi 
appelé CBFA1, AML3 ou OSF2, appartient, comme RUNX1 et RUNX3, à la famille des 
facteurs de transcription à domaine Runt (Runt box, RUNX) (Figure 1.4) [28]. RUNX2, 
identifiée pour la première fois comme un facteur de transcription liant le promoteur du 
gène Osteocalcin (OC, maintenant nommé Bone gamma carboxyglutamate protein ou 
BGLAP) et permettant son expression dans les ostéoblastes, s'est rapidement présenté 
comme une protéine essentielle à la différenciation des cellules du mésenchyme en pré-
ostéoblaste [29-31]. Chez la souris, Runx2 apparaît tôt durant l'embryogenèse. Dès le stade 
E10.5 chez la souris, stade correspondant à la condensation des cellules mésenchymateuses 
et au début de la minéralisation du squelette, il est possible d'y détecter la présence de 
Runx2 [32]. La délétion de ce gène chez les souris empêche l'initiation de la différenciation 
des cellules mésenchymateuses en pré-ostéoblastes, lors de l'embryogenèse. Ainsi, aucun 
ostéoblaste n'est formé chez de tels animaux, résultant en une minéralisation osseuse 
déficiente et en une mort embryonnaire [30, 31]. La délétion post-natale de Runx2 entraîne, 
quant à elle, une ostéopénie sévère, suggérant également un rôle de Runx2, non pas 
seulement dans l'initiation de la différenciation, mais également dans l'expression de gènes 
associés au bon fonctionnement des ostéoblastes matures et, donc, dans la différenciation 
tardive des ostéoblastes [33]. Chez l'homme, la mutation du gène RUNX2 est responsable de 
la dysplasie cléidocrânienne présentant, entre autres, un retard de la fermeture des os 
formant les fontanelles ainsi qu'une hypoplasie des clavicules, phénotype retrouvé chez les 
souris Runx2+/- [30, 31, 34]. 
Afin de promouvoir la différenciation de cellules mésenchymateuse en ostéoblastes, 
RUNX2 induit l'expression de gènes spécifiques aux ostéoblastes par la liaison de leur 
promoteur via des éléments de réponse nommés OSE2 présentant la séquence consensus 5'-
PyGPyGGT-3' [29]. Cette liaison à l'ADN nécessite une hétérodimérisation avec la protéine 




interaction protéine/ADN, mais est nécessaire au bon fonctionnement de RUNX2 puisque 
la délétion de ce gène, dans les cellules mésenchymateuses de souris, induit un phénotype 
osseux s'apparentant à celui observé lors du knock-out du gène Runx2 [35]. Ainsi RUNX2 
permet l'expression de gènes impliqués dans d'importantes étapes de la minéralisation de la 
matrice extracellulaire des os tels OC, OPN, ALP et Matrix Metalloproteinase 13 (MMP13) 
[29-31, 34]. Enfin, en plus du rôle joué par RUNX2 dans l'ostéoblastogenèse, cette protéine est 
également importante pour l'hypertrophie des chondrocytes. Cette fonction, qui sera plus 
largement abordée plus loin, est importante pour comprendre la minéralisation du squelette 
puisque l'hypertrophie des chondrocytes, suite à leur condensation au stade embryonnaire, 
est une étape essentielle du processus initiateur de la minéralisation des os nouvellement 
formés [36-38].  
Les rôles cruciaux joués par RUNX2 lors de la différenciation et le fonctionnement 
des ostéoblastes, nécessitent que son activité soit sous le contrôle de mécanismes 
moléculaires afin d'accroître ou d'inhiber son activité. C'est le cas, par exemple, de la 
protéine TWIST1 qui empêche, par son interaction avec le domaine de liaison à l'ADN de 
RUNX2, son recrutement au promoteur de ses gènes cibles, ce qui permet de freiner la 
différenciation des cellules mésenchymateuses en ostéoblastes [39]. L'importance de ce 
mécanisme d'inhibition est illustrée par le phénotype obtenu lorsqu'une forme inactive de  
TWIST1 est exprimée ou lorsque TWIST1 est exprimé de manière haploinsuffisante, 
comme c'est le cas pour les patients souffrant du syndrome Saethre-Chotzen [40-43]. Dans les 
deux cas, une différenciation prématurée des ostéoblastes est observée conduisant, entre 
autres, à une augmentation du volume osseux, une fermeture précoce des plaques de 
croissance et une crâniosynostose [39]. Enfin, d'autres facteurs auront une fonction 
activatrice sur RUNX2, tel Activating Transcription factor 4 (ATF4), dont la fonction sera 






Le second facteur de transcription impliqué dans la différenciation des ostéblastes 
est la protéine Osterix (OSX, maintenant nommé Transcription Factor Sp7) (Figure 1.4). 
Dans les pré-ostéoblastes, l'expression de ce facteur de transcription, membre de la famille 
des facteurs de transcription SP à doigt de zinc de type C2H2, est assurée par RUNX2 [44]. 
Cette induction de Osx est nécessaire à la bonne formation d'ostéoblastes fonctionnels 
puisque la délétion de ce gène chez la souris entraîne l'arrêt de la différenciation des pré-
ostéoblastes à un stade précoce sans toutefois affecter leur nombre ou leur distribution [45]. 
Cette interruption de la différenciation est illustrée par la présence de cellules exprimant de 
hauts niveaux de Runx2, mais n'exprimant aucun marqueur précoce de différenciation des 
ostéoblastes tel Col1a1 ou la glycoprotéine Bsp [45]. Ainsi, ces expériences ont démontré 
que Osx agit en aval de Runx2 afin de poursuivre la différenciation des ostéoblastes et de 
permettre l'expression de gènes exerçant une fonction de minéralisation. 
1.5.1.1.3 Les facteurs de transcription formant la famille AP1 
Enfin, le troisième facteur de transcription jouant un rôle majeur dans 
l'ostéoblastogenèse se nomme AP1 (Activator Protein 1) (Figure 1.4). Ce facteur de 
transcription est formé par l'homodimérisation ou l'hétérodimérisation de protéines 
présentant un domaine basique et un domaine riche en leucine (bZIP) appartenant à l'une 
des trois sous-familles suivantes: JUN (c-JUN, JUNB, JUND), FOS (c-FOS, FOSB, 
FOSL1, FOSL2) et CREB/ATF (ATF1, CREB/CREM, CREB314, BREF-H, ATF2, ATF3, 
ATF4, ATF6, ATF7, ATFb, ATFx) [46, 47]. Ces facteurs de transcription présentent un 
domaine basique et un domaine riche en leucine (bZIP) permettant respectivement leur 
liaison à l'ADN et leur dimérisation. Suite à leur association en dimère (souvent JUN/JUN, 
JUN/FOS ou JUN/ATF) ces protéines interagissent avec le promoteur de gènes cibles via 
des éléments CRE (cAMP Response Elements) présentant la séquence nucléotidique 5'-




À ce jour, une fonction plus ou moins importante a été identifiée, dans 
l'ostéoblastogenèse, pour presque toutes ces protéines. Toutefois, parmi celles-ci, cinq 
semblent  y jouer un rôle plus important. Tout d'abord, vraisemblablement par leur 
interaction avec un membre de la famille Jun, c-Fos, Fosl1(Fra1), Foll2 (Fra2) et ΔFosB ou 
ΔΔFosB (deux protéines provenant de l'épissage alternative du gène FosB) promeuvent la 
prolifération et la différenciation des ostéoblastes (Figure 1.4) [49-54]. De ce fait, la 
surexpression de ces protéines, chez la souris, conduit à de l'ostéosclérose ou à l'apparition 
de tumeurs osseuses [55-60]. Enfin, le cinquième facteur de transcription AP1 ayant un rôle 
central lors de la maturation des ostéoblastes est ATF4 (Figure 1.4) [61-63]. Bien que cette 
protéine soit capable d'homodimériser et d'hétérodimériser avec des protéines bZIPs 
membres de la famille JUN ou FOS [64, 65], il semble que c'est par le biais de son interaction 
avec le facteur de transcription Runx2 qu'elle participe à l'expression de gènes spécifiques 
aux ostéoblastes [61, 66].  
À l'instar de Runx2, le contrôle étroit de l'activité d'ATF4 est nécessaire afin que le 
fonctionnement des ostéoblastes ne soit compromis. Ainsi, il a été montré que la kinase 
Ribosomal protein S6 kinase polypeptide 3 (RPS6KA3) phosphoryle ATF4 sur deux 
résidus sérines (sérine 245 et 251) permettant ainsi l'activation d'ATF4 [61]. Cette 
stimulation d'ATF4 par RPS6KA3 est indispensable pour le bon fonctionnement des 
ostéoblastes puisque l'inactivation de l'un ou l'autre de ces gènes chez la souris entraîne une 
ostéopénie, un retard de croissance des os ainsi qu'un délai dans la suture des fontanelles 
[61]. Ces mêmes expériences ont permis de constater qu'ATF4 et RPS6KA3 sont tous deux 
impliquées dans la différenciation tardive des ostéoblastes. Cette idée est supportée par 
l'analyse des gènes contrôlés par ces deux protéines, soit les gènes Oc, Col1a1 et 
Phosphate-regulating gene with homology to endopeptidase on the X chromosome (PHEX), 
trois marqueurs de la différenciation tardive des ostéoblastes [61, 62, 66].  
En plus des mécanismes permettant l'activation d'ATF4, deux autres mécanismes 




deux protéines bZIP, soit Factor inhibiting activating transcription factor 4-mediated 
transcription (FIAT, aussi nommé Taxilin Gamma) et Inducible cAMP Early Repressor 
(ICER), lesquels, par leur interaction avec ATF4, inhibent son activité [67, 68]. Comme dans 
le cas des souris knock-out pour Atf4, les souris transgéniques surexprimants Fiat ou Icer 
souffrent d'ostéopénie sévère, soutenant ainsi l'idée qu'ATF4 est indispensable à 
l'acquisition de la masse osseuse normale après la naissance [61, 67, 68].  
Bien que RUNX2, OSX et AP1 (JUN, FOS, ATF4) représentent trois facteurs de 
transcription clés de l'ostéoblastogenèse, il est important de souligner qu'ils ne sont pas les 
seuls (Figure 1.4). Plusieurs autres protéines présentent des fonctions permettant la 
différenciation et le bon fonctionnement des ostéoblastes. Ainsi l'absence de l'un ou l'autre 
de ces mécanismes aura souvent de sévères conséquences sur le développement du tissu 
osseux. 
1.5.1.2 Les facteurs extracellulaires contrôlant la biologie osseuse et 
l'ostéblastogenèse 
Comme il a été mentionné précédemment, les facteurs de transcription contrôlant 
l'ostéoblastogenèse et l'activité des ostéoblastes sont finement contrôlés par des 
mécanismes moléculaires impliquant la régulation de leur transcription, des modifications 
post-traductionnelles et par des interactions avec d'autres protéines. Toutefois, il est 
important de savoir que ces mécanismes moléculaires sont eux aussi contrôlés afin d'être 
activés ou inactivés aux moments opportuns. Cette régulation est assurée principalement 
par deux groupes de facteurs : les hormones, telles la PTH, et les hormones stéroïdiennes, 
notamment la vitamine D3 et les œstrogènes, ainsi que certains facteurs locaux tels les 






1.5.1.2.1 L'hormone parathyroïdienne 
La PTH est une petite protéine de 84 acide aminés synthétisée et sécrétée par les 
glandes parathyroïdes en réponse à une diminution des niveaux de calcium circulant 
(Figure 1.5). Elle a donc pour fonction le maintien de la concentration sanguine en calcium 
et en phosphate à des niveaux standards. Cette action de la PTH est assurée par l'interaction 
de sa région amino-terminale (acides aminés 1 à 34) avec un récepteur membre de la 
grande famille des récepteurs couplés aux protéines G, le Parathyroid Hormone 1 Receptor 
(PTH1R). Une fois activé, ce récepteur stimule deux voies de signalisation. La première 
conduit à l'augmentation de la synthèse d'AMPc et l'activation de la Protein Kinase A 
(PKA) via l'activation d'une sous-unité Gαs. La seconde mène à la production d'inositol-3-
phosphate et l'activation des Protein Kinase C (PKC) via l'activation d'une sous-unité Gαq 
[69-71]. PTH exerce son action hypercalcémiante à trois niveaux: par l'augmentation de 
l'absorption du calcium au niveau de l'intestin (via l'augmentation de l'expression de la 1α-
hydroxylase menant à l'activation de la vitamine D3, comme décrit plus loin), par 
l'accroissement de la réabsorption du calcium excrété par le rein et par l'activation des 
ostéoclastes entraînant ainsi une résorption accrue des os et une libération du calcium les 
formant (Figure 1.5) [72-74]. Étant donné que la PTH a pour conséquence la réduction de la 
masse osseuse, elle a rapidement été décrite comme une hormone ayant une fonction 
catabolique sur l'os. Toutefois, il est maintenant connu que la PTH exerce également une 
fonction anabolique sur l'os, c'est-à-dire qu'elle peut augmenter la masse osseuse. Cette 
seconde propriété de la PTH explique son utilisation dans le traitement de l'ostéoporose [75-
77]. Ces fonctions diamétralement opposées de la PTH ne sont, encore à ce jour, pas 
totalement bien comprises. Malgré tout, nous savons que la période d'exposition des 
cellules osseuses à cette hormone dicte sa fonction. La fonction catabolique de la PTH 
nécessite une activité accrue des ostéoclastes qui sont les cellules responsables de la 
dégradation de la matrice extracellulaire minéralisée des os. Donc, lorsque les ostéoblastes 
sont longuement exposés à la PTH, il y aura augmentation de la synthèse de Receptor 




activator of NF-kappa-B (RANK), exprimé par les ostéoclastes, conduisant à leur 
activation [72]. De plus, la PTH est également en mesure d'inhiber la différenciation des 
ostéoblastes, réduisant donc le taux de synthèse et de minéralisation de la matrice 
extracellulaire osseuse [78]. Ces actions combinées résulteront en une nette augmentation 
des niveaux de calcium sérique.  
Pour ce qui est de la fonction anabolique de la PTH, plusieurs mécanismes sont 
également impliqués. Par exemple, suite à une exposition intermittente des ostéoblastes à 
de grandes concentrations de cette hormone, on observe une stimulation de leur 
différenciation au détriment des autres cellules ayant une origine mésenchymateuse, soit les 
adipocytes et les chondrocytes [79, 80]. Cette action de la PTH fait intervenir une 
augmentation de l'expression de deux facteurs de croissance capables d'induire la 
différenciation des ostéoblastes, par exemple IGF1 et FGF2, ainsi que par l'augmentation 
de l'expression des facteurs de transcription RUNX2 et OSX ou encore par la stimulation de 
la voie de signalisation WNT [81-88]. Également, le traitement d'ostéoblastes à la PTH de 
manière intermittente favorise leur survie, ce qui leur permet d'exercer leur fonction sur une 
plus longue période et, aussi, d'inhiber la différenciation des ostéoclastes par une 
interaction cellule/cellule via le récepteur EPHRIN B1 (EFNB1) [89-91].  
1.5.1.2.2 La Vitamine D3 
À l'instar de la PTH, la vitamine D3 est une hormone permettant le maintien des 
taux de calcium et de phosphate sanguin à des niveaux normaux (Figure 1.5) [92, 93]. Cette 
vitamine, lorsque synthétisée au niveau de la peau, sous l'action des rayons ultraviolets B à 
partir du 7-dehydrocholestérol, ou lorsqu'absorbée par l'intestin, nécessite deux 
hydroxylations afin d'être activée et, ainsi, d'être biologiquement fonctionnelle. La première 
hydroxylation a lieu dans le foie et, la deuxième, dans les reins, par les enzymes 25-
hydroxylase (aussi nommée CYP27A1) et 1α-hydroxylase (aussi nommée CYP27B1) 




25dihydroxyvitamine D3 (1α-25(OH)2D3) [92, 93]. C'est cette deuxième hydroxylation qui est 
l'étape limitante dans le contrôle des niveaux de calcium et de phosphate sanguin. En effet, 
la disponibilité de la 1α-25(OH)2D3 sera influencée par l'expression de la 1α-hydroxylase 
qui voit son expression augmentée en condition d'hypocalcémie et d'hypophosphatémie et 
réduite en condition d'hypercalcémie, d'hyperphosphatémie et par le FGF23, dont le rôle 
détaillé sera abordé plus loin (Figure 1.5) [94]. 
Les rôles de la 1α-25(OH)2D3 et de son récepteur, le Vitamin D Receptor (VDR), 
sont multiples dans l'organisme [95-98]. Toutefois, leur fonction première reste, tel que 
mentionné précédemment, le maintien des niveaux standards de calcium et de phosphate 
sanguin. Cette fonction est illustrée par le phénotype observé chez les personnes ayant une 
atteinte génétique inactivant le VDR ou ne permettant plus l'activation de la 1α-25(OH)2D3, 
le Rachitisme dépendant de la vitamine D de type 1 et 2 (Vitamin D-Dependent Rickets 1/2, 
VDDR1 et VDDR2) [92]. En effet, ces personnes présentent une hypocalcémie et une 
hypophosphatémie dus au défaut d'absorption du calcium et du phosphate intestinal. 
Également, on observe chez ces personnes de sévères anomalies de croissance et de 













Figure 1.5 Schéma résumant le contrôle des niveaux de phosphate et 
de calcium sanguins par la PTH et la 1α-25(OH)2D3. 
En réponse à la diminution des niveaux de calcium circulant, on observe une 
augmentation (flèches en vert) de la synthèse et de la sécrétion de la PTH par 
les glandes parathyroïdiennes. Cette augmentation entraîne une augmentation 
de la synthèse de la 1α-25(OH)2D3 laquelle, à son tour, entraîne une 
réabsorption du calcium au niveau du tubule proximal des reins et une 
absorption au niveau de l'intestin. Également, la PTH agit au niveau des os afin 
d'y stimuler l'activité de résorbtion des ostéoclastes, ce qui conduit au 
relâchement de calcium dans le sang. Enfin, l'augmentation de la PTH engendre 
une diminution (flèches en rouge) de l'expression des cotransporteurs Napi-2a et 
NaPi-2c, ce qui entraîne une diminution de la réabsorption du phosphate par les 
reins et, par conséquent, une perte de phosphate dans l'urine. Schéma inspiré de 




Bien qu'une large part des anomalies osseuses observées chez les patients souffrant 
de VDDR1 et VDDR2, ou chez les souris modifiées génétiquement afin qu'elles présentent 
un défaut du métabolisme de la 1α-25(OH)2D3, soit due à l'hypocalcémie et 
l'hypophosphatémie, il est important de mentionner que la 1α-25(OH)2D3 est également 
capable d'agir directement sur les ostéoblastes. Encore ici, comme il l'a été précisé dans le 
cas de la PTH, la 1α-25(OH)2D3 peut exercer une action catabolique sur le tissu osseux par 
l'inhibition de la différenciation des pré-ostéoblastes et une fonction anabolique favorisant 
l'activité des ostéoblastes matures. Ainsi, la 1α-25(OH)2D3 est en mesure d'inhiber ou 
d'augmenter l'expression des gènes telle ALP, OC, RUNX2, COL1A1, PHEX, FGF23, BSP, 
Low Density Lipoprotein Receptor-Related Protein 5 (LRP5) ainsi que les gènes cibles de 
la voie des WNTs et ce, selon leur état de différenciation [102-115]. Cette fonction particulière 
de la 1α-25(OH)2D3 illustre bien le rôle qu'a cette hormone à moduler la résorption et le 
remodelage osseux [103, 116].  
1.5.1.3 Conclusion de l'ostéoblastogenèse  
La liste de facteurs de croissance et transcription nécessaires à l'ostéoblastogenèse et 
à la minéralisation osseuse est loin d'être exaustive. Bien d'autres facteurs produits 
localement ou provenant de la circulation systémique sont essentiels à l'homéostasie 
osseuse et peuvent stimuler bien d'autres voies de signalisation afin de moduler 
l'ostéoblastogenèse et changer l'activité des ostéoblastes matures. Il n'y a qu'à penser à la 
voie des WNTs, laquelle a été mentionnée à quelques occasions précédemment, aux 
hormones sexuelles telles les estrogènes ou, encore, au système nerveux, via la leptine, qui 
sont toutes des voies nécessaires à un développement correct et au maintien de l'intégrité du 






1.5.2 La chondrogenèse 
Tous les chondrocytes retrouvés dans les os ont la même origine, les cellules 
mésenchymateuses. Tel que mentionné plus tôt, c'est sous l'influence des BMPs et du TGF-
β, que ces cellules entreprennent un processus de différenciation [117, 118]. Toutefois, malgré 
cette origine commune, il est important de mentionner que les chondrocytes retrouvés dans 
les plaques de croissance sont différents de ceux qui sont retrouvés dans le cartilage 
articulaire [18, 119]. Cette différence, tant du point de vue de leur activité métabolique que de 
leur état de prolifération ou de différenciation, est essentielle à leur rôle joué dans ces deux 
structures osseuses. Ainsi, les chondrocytes de la plaque de croissance seront constamment 
stimulés pour proliférer et se différencier, ce qui entraînera, au début de l'âge adulte, leur 
disparition et la calcification de la plaque de croissance. Inversement, les chondrocytes 
articulaires prolifèrent et se différencient peu, résultant en une longue survie dans le 
cartilage articulaire et expliquant ainsi leur présence jusqu'à la fin de la durée de vie d'un 
organisme [18, 19, 119]. Dans cette section, les mécanismes à la base de la chondrogenèse ainsi 
que ceux permettant la régulation de leur différenciation terminale seront décrits.  
Trois stades de différenciation sont observés lors de la chondrogenèse (Figure 1.6). 
Le premier stade est caractérisé par de petits chondrocytes prolifératifs permettant le 
maintien de leur population, le deuxième par de plus gros chondrocytes, normalement 
organisés en colonnes, pouvant rapidement proliférer et étant capables de synthétiser de 
grandes quantités de collagène et de protéoglycane, composants de la MEC essentiels au 
bon fonctionnement du cartilage. Enfin, au troisième stade, on retrouve de très gros 
chondrocytes dits hypertrophiques, ayant atteint l'étape ultime de la différenciation 
terminale et rapidement sujets à l'apoptose, se caractérisant par leur capacité à sécréter 
certaines protéines associées à la calcification de la MEC du cartilage, soit le collagène de 







Figure 1.6 Schéma résumant le contrôle de la chondrogenèse par 
différents facteurs de transcription. 
(A) Schématisation des différents stades de différenciation des chondrocytes. 
Trois stades de différenciation sont observés. Dans le premier, on retrouve de 
petites cellules pouvant proliférer et renouvelant le bassin de cellules pouvant 
amorcer un processus de différenciation (cellule mésenchymateuse et 
chondrocyte). Dans le deuxième, on retrouve des cellules de grosseur moyennes 
ayant amorcées un processus de différenciation, proliférant rapidement et 
s'organisant en colonne. Dans le troisième, on retrouve de grosses cellules ayant 
cessé de proliférer et ayant atteint un état de différenciation terminale (cellules 
pré-hypertrophique, hypertrophique et hypertrophique terminal). (B et C) Gènes 
exprimés à ces différentes étapes de la différenciation sont indiqués. Parmi 
ceux-ci, on note, en B, les facteurs de transcription SOX9, RUNX2 et OSX. 





Afin d'assurer un développement osseux normal et de générer des structures cartilagineuses 
durables et fonctionnelles plusieurs mécanismes sont nécessaires pour le contrôle spatial et 
temporel de la chondrogenèse. La section qui suit a donc pour but de décrire et d'expliquer 
certains de ces mécanismes.  
1.5.2.1 Les facteurs de transcription qui régulent la chondrogenèse 
1.5.2.1.1 SOX9 
SOX9 (SRY-related HMG-box gene 9) est un facteur de transcription  appartenant 
au groupe E des gènes SRY (Sex-determining region) et présentant une boîte HMG (High 
mobility group) lui permettant de lier l'ADN. Essentiel à la détermination du sexe et au 
développement des os, ce facteur de transcription se lie aux promoteurs de gènes via la 
séquence nucléotidique 5'-AGAACAATG-3' [120]. Dans les os, SOX9 est aux chondrocytes 
ce que RUNX2 est aux ostéoblastes, c'est-à-dire le facteur de transcription clé permettant 
l'initiation de la chondrogenèse (Figure 1.6) [121-123]. Ainsi, lors de la formation des os, 
durant l'embryogenèse, SOX9, à l'instar de RUNX2, est fortement exprimé par les cellules 
mésenchymateuses [29, 124-126]. L'expression du gène Sox9 est nécessaire afin d'assurer la 
différenciation des cellules mésenchymateuses en chondrocytes. Ainsi, chez la souris 
transgénique, où on a aboli l'expression de Sox9 des cellules mésenchymateuses avant leur 
condensation dans les membres supérieurs et inférieurs, on observe une absence du 
développement des membres, ce qui illustre bien le rôle essentiel de Sox9 dans la 
chondrogenèse et l'initiation du développement des os [125, 127]. Outre le rôle de SOX9 dans 
la condensation des cellules mésenchymateuses et leur différenciation en chondrocytes, ce 
facteur de transcription favorise également le maintien des chondrocytes dans un état 
prolifératif, permettant un agrandissement des structures cartilagineuses, et assure la 
synthèse de la MEC du cartilage en activant les gènes Col2a1, Col11a1, Acan via le 
recrutement de co-activateurs tel Creb-Binding Protein/E1A-Binding Protein, 300kDa 




mésenchymateuses, suite à leur condensation, conduit à un arrêt de l'expansion du gabarit 
cartilagineux, dû à l'arrêt de la prolifération des chondrocytes, et à sa calcification 
prématurée, dû à l'hypertrophie prématurée de ces mêmes chondrocytes [127]. Ce phénotype 
cellulaire induit par la délétion du gène Sox9 s'explique par la levée de l'inhibition qu'il 
exerce sur la protéine RUNX2, un facteur de transcription essentiel à la différenciation 
terminale des chondrocytes dont le rôle sera discuté dans le prochain paragraphe [37, 134, 135]. 
En plus de SOX9, d'autres gènes membre de la famille SRY participent à la chondrogenèse. 
Ainsi, SOX5 et SOX6, lesquels appartiennent au groupe D de cette famille, sont eux aussi 
exprimés suite à la condensation des cellules mésenchymateuses et coopèrent, avec SOX9, 
à l'expression des gènes Col2a1 et Acan [136-138]. Plus récemment, une étude a démontré que 
ces deux protéines semblent avoir pour rôle de diriger la chondrogenèse, autant dans la 
plaque de croissance que dans le cartilage articulaire, en assurant un bon déroulement des 
étapes subséquentes menant à l'hypertrophie des chondrocytes. Ainsi, la délétion de Sox5 et 
Sox6 dans les chondrocytes peuplant le cartilage articulaire entraîne une désorganisation 
importante de cette structure et est caractérisée par une absence d'expression du gène Prg4 
[139]. 
1.5.2.1.2 ERG 
Bien que les chondrocytes composant le cartilage articulaire et ceux de la plaque de 
croissance semblent, à la base, être régulés par les mêmes mécanismes lors de l'initiation de 
leur différenciation, leur phénotype et leur fonction divergent grandement. Il apparaît  donc 
probable que certains facteurs de transcription soient impliqués dans cette spécificité 
cellulaire. Plus tôt il a été mentionné que SOX5 et SOX6 participent, en collaborant avec 
SOX9, à la chondrogenèse et à l'expression de marqueurs cartilagineux [136-138]. De plus, 
bien que d'autres expériences s'imposent, il semble que SOX5 et SOX6 permettent de 
spécifier un phénotype plutôt qu'un autre et ce, autant pour les chondrocytes de la plaque de 
croissance que ceux du cartilage articulaire [136-138]. Aussi, l'implication d'un nouveau 




cellulaire. Il s'agit de la protéine ETS-Related gene (ERG), un membre de la famille des 
gènes  ETS présentant tous un domaine de 85 acides aminés responsable de la liaison à 
l'ADN via des séquences présentant le motif 5'-GGA(A/T)-3' [140]. L'expression d'ERG peut 
être détectée dans les chondrocytes nouvellement différenciés suite à la condensation des 
cellules mésenchymateuses et est maintenue seulement dans les chondrocytes peuplant le 
cartilage articulaire [22, 139, 141]. L'extinction d'ERG de la plaque de croissance, qui semble 
dépendante de l'expression de Sox5/6, et son maintien uniquement dans les chondrocytes 
articulaires suggère qu'elle ait un rôle unique dans cette population cellulaire [22, 139]. Cette 
idée est supportée par les résultats obtenus lors de la surexpression d'une isoforme humaine 
d'ERG (ERG3Δ81) sous le contrôle du promoteur de Col2a1 chez la souris. Les animaux 
ainsi générés présentent des plaques de croissance complètement désorganisées dans 
lesquelles aucun chondrocyte hypertrophique n'est détectable ce qui, par conséquent, 
compromet l'ossification endochondrale [22]. Enfin, tous les chondrocytes de la métaphyse 
et de la diaphyse de ces animaux transgéniques présentent un phénotype de chondrocytes 
articulaires, illustré par leur expression de marqueur spécifique tel Col9a1 et Tenascin C 
(TNC), confirmant ainsi que le facteur de transcription ERG participe à la spécification du 
phénotype lors de la chondrogenèse [22]. 
1.5.2.1.3 RUNX2/3 
Comme il a été mentionné auparavant, le rôle du facteur de transcription RUNX2 
n'est pas restreint aux ostéoblastes [36-38]. En effet, lui et un autre membre de la famille, la 
protéine RUNX3, sont également requis pour le bon déroulement de la chondrogenèse 
(Figure 1.6) [38]. Bien que RUNX2 et RUNX3 soient exprimés dès la condensation des 
cellules mésenchymateuses, leur activité et leur expression sont réprimées dans les 
chondrocytes prolifératifs. Ce n'est qu'au moment où s'amorce la différenciation terminale 
des chondrocytes que l'expression et l'activité des deux facteurs de transcription reviennent 
à des niveaux élevés. Ainsi, une fois réactivés, RUNX2 et RUNX3 participent à l'induction 




MMP13, ALP et OPN [36-38, 142], lesquels assurent la dégradation du cartilage et son 
ossification. Ce rôle de RUNX2 et RUNX3 est illustré par le phénotype obtenu lors de la 
délétion de ces deux gènes, ensemble ou indépendamment l'un de l'autre, chez la souris. De 
ce fait, aucune différenciation terminale de chondrocytes prolifératifs, calficifation du 
cartilage ou ossification endochondrale ne sont observées chez ces animaux [143-145]. 
Inversement, le phénotype contraire est observé lorsque l'activité de RUNX2 et RUNX3 est 
maintenue élevée de manière artificielle [36, 146] ou par la délétion de gènes réprimant leur 
activité comme Histone Deacetylase 4 (HDAC4), Cyclin D1 (CCND1) et Sox9 [37, 38, 142]. 
Chez tous ces animaux, on observe, dû à la différenciation rapide des chondrocytes au 
détriment de leur prolifération, une accélération de l'ossification endochondrale et un défaut 
de formation de toutes les articulations caractérisées, entre autres, par une calcification du 
cartilage articulaire [36-38, 142]. Enfin, dans le cartilage articulaire, il est anormal de détecter 
RUNX2 dans les chondrocytes situés dans les zones superficielles [147, 148]. Par conséquent, 
de hauts niveaux de RUNX2 pourront être observés dans le cartilage articulaire de patients 
souffrant d'anomalie du cartilage articulaire telle que l'OA. Cette observation suggère donc 
que la différenciation anormale des chondrocytes du cartilage articulaire pourrait être un 
aspect important de cette maladie. Supportant cette idée, il a été montré que la délétion de 
RUNX2 de chondrocytes provenant de cartilage OA permet de restaurer l'expression de 
marqueurs associés au cartilage sain, tels SOX9, COL2A1 et ACAN, tout en diminuant 
l'expression d'enzymes associées à la dégradation du cartilage comme MMP13 [149]. 
1.5.2.2 Les facteurs extracellulaires contrôlants la biologie cartilagineuse et la 
chondrogenèse 
1.5.2.2.1 La famille du TGFβ  
Comme il a été mentionné auparavant, le contrôle spatio-temporel de la 
condensation des cellules mésenchymateuses, de leur différenciation en chondrocytes, de la 




parfaite orchestration de divers facteurs solubles et voies de signalisation afin que toutes les 
structures osseuses soient parfaitement formées et fonctionnelles. Parmi les facteurs 
solubles participant à l'initiation du développement osseux, certains membres de la 
superfamille du TGFbeta y jouent un rôle crucial. Cette famille de cytokines est constituée 
de divers gènes pouvant être divisés en deux groupes basés sur les voies de signalisation 
qu'ils peuvent stimuler : le groupe TGFbeta/Activin/Nodal et le groupe BMP/GDF/AMH 
(Anti-mullerian hormone aussi nommé MIS pour Mullerian-inhibitting substance) [150, 151]. 
Afin d'induire leurs effets cellulaires, ces ligands homodimérisent et lient un récepteur 
sérine/thréonine kinase. Ces derniers sont des tétramères composés d'un hétérodimère d'un 
récepteur de type I et de type II qui eux sont composés d'un homodimère de deux protéines 
transmembranaires [150, 151]. La liaison du ligand au récepteur facilite le rapprochement des 
récepteurs de type I et de type II, engendrant ainsi la phosphorylation de résidus sérine du 
domaine GS (domaine riche en glycine et en sérine) du premier récepteur par le second [150, 
151]. Lorsque ce domaine est activé, il y aura recrutement de protéines SMADs (SMA and 
MAD (mothers against decapentaplegic Drosophila)-related protein) afin qu'elles y soient 
phosphorylées, entraînant par la suite leur translocation au noyau de la cellule pour qu'elles 
puissent exercer leur rôle de facteur de transcription [150, 151]. Les SMADs forment une 
petite famille de facteur de transcription se divisant en trois groupes. Le premier, les R-
SMADs (Receptor-regulated SMADs), sont les SMADs activées directement par les 
récepteurs de type I lorsque ceux-ci sont stimulés. On divise ces R-SMADs en deux sous-
groupes selon quel récepteur est stimulé, soit les SMAD1/5/8 et les SMAD2/3. Le 
deuxième groupe nommé CO-SMAD (Co-mediator SMAD), ne comporte qu'un seul 
membre, SMAD4. Celui-ci agit comme co-facteur et est souvent requis pour la 
translocation au noyau et le bon fonctionnement des R-SMADs. Enfin, le troisième groupe, 
les I-SMADs (Inhibitory SMADs) regroupant les SMAD6 et 7, peuvent inhiber l'activité 
des R-SMADs de diverses manières [150, 151]. Dans les prochains paragraphes, la 
participation des BMPs, des GDFs et des TGFβs à la formation et à l'entretien des 




1.5.2.2.1.1 Les BMPs 
Les BMPs, notamment BMP2, 4, 5, 6 et 7, exercent de multiples fonctions 
permettant le bon déroulement du développement des os par leur action sur les ostéoblastes 
et les chondrocytes. Dans la voie classique, ils activent les SMAD1, 5 et 8, via la liaison de 
trois différents récepteurs de type I et de type II: le BMPR-IA (aussi nommé ALK-3), le 
BMPR-IB (aussi nommé ALK-6), l'ACTR-IA (Type IA activin receptor aussi nommé 
ALK-2), le BMPR-II, le ACTR-IIA et le ACTR-IIB [150, 151]. Leur action débute dès la 
condensation des cellules mésenchymateuses où elles stimulent la chondrogenèse via la 
stimulation de l'expression et l'activité transcriptionelle de SOX9. Pour ce faire, les BMPs 
favorisent  l'interaction de SOX9 avec cAMP Response Element-Binding protein (CREB) 
et, probablement, avec CBP/p300 et Peroxisome Proliferator-Activated Receptor-Gamma 
Coactivator 1Alpha (PPARGC1A) [133, 152-160]. Outre ce rôle des BMPs tôt dans la 
chondrogenèse, leur présence est également requise pour la prolifération et la 
différenciation terminale des chondrocytes [160-163]. Ainsi, globalement, les BMPs 
orchestrent le bon développement des os dans l'espace et dans le temps par leur contrôle 
exercé sur les différentes étapes de la chondrogenèse [160-165]. Un défaut dans cette voie de 
signalisation aura par conséquent, de lourdes conséquences sur le développement des os.  
En effet, la suppression de cette voie de signalisation chez la souris, via la délétion des 
gènes codant pour les récepteurs, comme BMPR-IA et BMPR-IB, ou les SMADs, 
notamment les SMAD1 et 5, résulte en une chondrodysplasie de sévérité variable. Ainsi, 
dans les cas les plus sévères, comme chez les souris knock-out conditionnelles, dans les 
chondrocytes, pour les gènes Smad1/5 ou BmprIa/b, on observe un très faible taux de 
condensation de cellules mésenchymateuse, ce qui compromet le développement des os 
nécessitant une ossification endochondrale fonctionnelle [160, 165]. Aussi, dans les cas les 
moins sévères, comme lors de la délétion de BmprIb chez la souris, on observe un problème 





1.5.2.2.1.2 Le GDF5 
L'implication de  GDF5, aussi nommé Cartilage-derived morphogenetic protein 1 
(CDMP1), dans le développement de l'articulation et la chondrogenèse du cartilage 
articulaire, est elle aussi bien établie. Ce gène forme, avec GDF6 et GDF7, un sous-groupe 
de gènes membres de la superfamille TGFβ et partageant certains récepteurs avec les BMPs 
[150, 151, 167]. Lorsqu'inactivé chez l'humain, GDF5 est responsable de la dysplasie 
acromésomélique de type Hunter-Thompson, présentant une forme de nanisme sévère dû à 
un défaut du développement des structures cartilagineuses et osseuses [21]. Chez la souris, 
tôt dans le développement osseux, GDF5/6/7 sont essentiellement exprimés par les 
chondrocytes formant le gabarit cartilagineux [168-171]. Plus tard, leur expression n'est 
maintenue que dans la zone intermédiaire leur permettant ainsi de participer à l'initiation du 
développement des articulations, notamment via leur action positive exercée sur la 
chondrogenèse [168-172]. Ainsi, les GDFs, notamment GDF5, permettent de spécifier le rôle 
des chondrocytes articulaires. Cette fonction est illustrée par une étude montrant que GDF5 
permet d'augmenter l'expression d'ERG, un facteur de transcription qui, rappelons-nous, 
permet également de spécifier les fonctions des chondrocytes articulaires [22]. Puisque le 
GDF5 possède une grande similarité au niveau protéique avec les BMPs, il partage donc 
certains récepteurs transmembranaires. Ainsi, il a été démontré que GDF5 active 
préférentiellement les récepteurs sérine/thréonine kinases contenant une sous unité BMPR-
IB [167]. Étant donné cette spécificité pour ce type de récepteur, il n'est pas étonnant que 
l'expression de ces deux gènes soit adjacente lors du développement des os et que la 
suppression de l'un ou l'autre engendre des anomalies articulaires semblables [166]. Enfin, il 
est maintenant clair que GDF5 joue un rôle essentiel dans la spécification de la fonction des 
chondrocytes articulaires et, par conséquent, dans le développement du cartilage articulaire. 
Puisqu'un grand nombre d'études a montré qu'un développement normal de l'articulation 
synoviale est nécessaire pour le maintien du cartilage articulaire tout au long de la vie, on 
peut penser que GDF5 pourrait, directement ou non, être impliqué dans l'apparition et la 




découverte de polymorphisme nucléotidiques (Single Nucleotide Polymorphism, SNP) dans 
le promoteur de GDF5 réduisant son expression et associés à un diagnostique OA chez 
l'humain [173-177]. Cependant, beaucoup d'éléments sont encore à découvrir concernant les 
gènes ciblés par le GDF5 afin de spécifier la fonction des chondrocytes articulaires. De 
nouvelles études sont donc nécessaires afin de mieux comprendre le rôle joué par cette 
cytokine dans le maintien du cartilage articulaire.   
1.5.2.2.1.3 LE TGFβ  
Trois isoformes de TGFβ ont été caractérisées à ce jour : TGFβ1, 2 et 3. Leur action 
lors de la formation des os est indéniable et s'éffectue par leur interaction avec le récepteur 
TGFBR-I(ALK5)/TFGBR-II et stimulation subséquente des SMAD2 et 3 [150, 151]. À l'instar 
des autres membres de la famille, les BMPs et GDF5, TGFβ semble participer à la 
condensation des cellules mésenchymateuses sans toutefois y avoir un rôle aussi important,  
puisque la délétion de TFGBR-II des membres inférieurs et supérieurs chez la souris ne 
compromet pas la chondrogenèse tôt lors du développement [178, 179]. Malgré tout, de telles 
souris voient leur développement osseux compromis plus tard dans leur développement 
embryonnaire. Ainsi, on observe que l'inactivation de cette voie de signalisation conduit à 
une réduction de l'expression de GDF5 dans la zone intermédiaire et à son expression 
ectopique, entraînant un défaut dans le développement de certaines articulations synoviales 
ainsi qu'une fusion de certaines d'entre elles [179, 180]. En plus de participer au 
développement, le TGFβ, probablement par la stimulation du facteur de transcription 
Smad3, participe au maintien du cartilage articulaire de souris après leur naissance [181, 182]. 
Ainsi, les souris exprimant une forme tronquée et non fonctionnelle de Smad3 ou d'un 
récepteur capable de l'activer, le TGFBR-II, présentent une dégradation progressive, mais 
rapide, de leur cartilage articulaire. Les caractéristiques de cette détérioration du cartilage 
articulaire sont une diminution du contenu en protéoglycanes et l'augmentation de 
l'expression de Col10a1. Ce phénotype semble être dû à l'augmentation du taux de 




cartilage articulaire de patients souffrant d'OA [181, 182]. Enfin, un SNP dans une région 
intronique de SMAD3 a récemment été associé au risque de développement de lésions OA 
au niveau du genou et de la hanche [183]. Malgré notre ignorance de l'impact de ce SNP sur 
le fonctionnement de ce gène, cette étude, combinée à celle identifiant une mutation 
Asp197Ile dans SMAD3 chez un patient souffrant d'OA du genou, suggère qu'une variation 
génétique de la voie de signalisation TGFβ/SMAD3 pourrait être un facteur de risque de 
l'OA [183, 184].  
1.5.2.2.2 L'axe IHH/PTHrP  
Bien que les TGFβ, BMPs et GDFs soient considérés comme des facteurs clés pour 
l'initiation de la chondrogenèse et le développement subséquent des os, leur fonction 
requiert, malgré tout, l'appui d'une multitude d'autres facteurs afin de bien coordonner dans 
l'espace et le temps ce développement osseux. Parmi ces autres facteurs, on retrouve 
certains ligands WNT, participant notamment au développement de l'articulation, certains 
FGF,  appuyant le rôle des BMPs durant la chondrogenèse, ainsi que IHH et PTHrP. Ces 
deux derniers, IHH et PTHrP, sont les principaux facteurs qui permettent l'orchestration de 
la prolifération et de la différenciation des chondrocytes de la plaque de croissance (Figure 
1.2). Par conséquent, leur inactivation résulte inévitablement en un lourd déficit osseux. 
Donc, afin de mieux comprendre et de conclure sur le développement des structures 
cartilagineuses, la fonction de ces deux gènes sera brièvement décrite dans le prochain 
paragraphe.  
1.5.2.2.2.1 La PTHrP 
Le PTHrP code pour un peptide possédant, lorsque activé, 141 acides aminés. Sa 
région amino-terminale présente une très forte homologie avec la PTH [71, 185, 186]. En fait, 
huit des treize premiers résidus sont identiques entre les deux peptides. Cette similarité 
permet à ces deux peptides d'activer le même récepteur, le PTHR1, et donc d'avoir certaines 




systémique, la PTHrP les exerce de manière autocrine et paracrine. Ainsi, par la stimulation 
du PTHR1, la PTHrP favorise la prolifération des chondrocytes et empêche leur 
différenciation terminale (Figure 1.2). Ces fonctions s'exercent de deux manières. 
Premièrement, la PTHrP induit l'expression de CCND1, gène essentiel à la transition G1/S 
du cycle cellulaire, et supprime l'expression de Cyclin-dependent kinase inhibitor 1C 
(CDKN1C, aussi nommé p57(KIP2)), un inhibiteur de plusieurs complexes Cyclin/CDK 
exprimé en G1 [187-189]. Deuxièmement, la PTHrP augmente l'activité de SOX9 par 
l'augmentation de sa phosphorylation en sérine 181 et en induisant la dégradation de 
RUNX2/3 [38, 190, 191]. Ensemble, ces effets favorisent le maintien d'un état prolifératif et 
empêchent le déclenchement du processus de différenciation terminale. Ainsi, dans la 
plaque de croissance, la PTHrP est exprimée selon un gradient décroissant allant des 
épiphyses vers la diaphyse. Cette diminution des niveaux de PTHrP près des diaphyses 
permet aux chondrocytes préhypertrophiques de former des chondrocytes hypertrophiques 
qui seront éventuellement éliminés et remplacés par des ostéoblastes. L'importance du 
contrôle de la prolifération des chondrocytes par la PTHrP est illustrée par le phénotype 
engendré suite à la délétion de ce gène ou de son récepteur chez la souris. Ainsi, on observe 
que ces délétions causent une diminution du ratio des chondrocytes prolifératifs par rapport 
aux chondrocytes hypertrophiques [192-195]. Ce changement conduit à une diminution de la 
longueur des plaques de croissance, entraînant un nanisme chez ces animaux, et une 
augmentation de l'ossification endochondrale. Aussi, l'abolition de la prolifération des 
chondrocytes entraîne le même type de conséquences sur l'organisation des os. Par 
exemple, la délétion de Ccnd1 ou d'E2f1 et E2f3a, deux gènes codants pour deux facteurs 
de transcription contrôlants l'expression de gènes essentiels à la progression du cycle 
cellulaire, conduit à une différenciation terminale prématurée des chondrocytes et, par 







Le rôle joué par la PTHrP sur le contrôle de la prolifération/différenciation des 
chondrocytes est indissociable de celui exercé par IHH, une protéine synthétisée et sécrétée 
par les chondrocytes pré-hypertrophiques (Figure 1.2) [199-201]. Membre d'une petite famille 
de gènes comprenant aussi Sonic Hedgehod (SHH) et Desert Hedgehog (DHH), IHH 
participe au développement des structures cartilagineuses à deux niveaux : par la 
stimulation de la prolifération des chondrocytes de réserve et en supportant la 
différenciation terminale des chondrocytes pré-hypertrophiques (Figure 1.2) [199, 200, 202]. Ce 
premier rôle d'IHH est exercé de deux façons, soit l'augmentation de synthèse du PTHrP 
par les cellules adjacentes et par la stimulation directe de la prolifération des chondrocytes 
(Figure 1.2) [202-204]. Globalement, ces deux effets ont pour conséquence une forte 
stimulation de la prolifération des chondrocytes et une inhibition, assurées par le PTHrP, de 
leur différenciation [202, 203]. La deuxième fonction d'IHH, la stimulation de la 
différenciation terminale des chondrocytes, ne s'exerce que sur la population de 
chondrocytes matures dit préhypertrophiques (Figure 1.2). Ici, cette fonction semble 
dépendre de la stimulation de deux autres voies de signalisation qui sont les voies Wnt/β-
catenin et BMPs [205].  Ainsi, la délétion de Ihh ou son récepteur Patched 1 (Ptch1) 
n'engendre que très peu d'effets lors du développement initial des os, c'est-à-dire lors de la 
condensation des cellules mésenchymateuses et la formation d'un gabarit cartilagineux. 
Toutefois, lorsque la croissance des structures osseuses devient nécessaire, on observe un 
sévère retard de croissance et un défaut d'ossification endochondrale, illustrant la 
diminution de la prolifération et de la différenciation terminale des chondrocytes, 






1.5.2.2.2.3 L'Axe PTHrP/IHH dans le développement et le maintien du cartilage 
articulaire 
Bien que la plupart des études concernant la PTHrP et IHH aient permis de 
caractériser leurs fonctions dans le développement de la plaque de croissance, il est 
important de mentionner que leurs rôles s'étendent également au cartilage articulaire. Dans 
ces deux structures, il semble que la PTHrP et IHH aient des fonctions similaires. En effet, 
dans les deux cas, leur distribution est similaire, c'est-à-dire que la PTHrP est exprimée par 
les chondrocytes en surface de l'articulation tandis que IHH est présent au niveau des 
chondrocytes pré-hypertrophiques [206-210]. De plus, ces deux gènes semblent ne pas 
participer à la formation de la structure, mais plutôt au développement et au maintien du 
cartilage articulaire, comme ils le font dans la plaque de croissance [210]. Appuyant cette 
idée, il a été démontré que les chondrocytes se trouvant dans la SZ sont capables d'inhiber 
la différenciation terminale des chondrocytes de la RZ et, qu'en retour, ces chondrocytes 
hypertrophiques permettent l'augmentation de l'expression du PTHrP par les cellules de la 
SZ [211]. Cette fonction de la PTHrP et d'IHH pour le développement et le maintien du 
cartilage articulaire suggère qu'un défaut de synthèse ou d'activité de l'un ou l'autre pourrait 
conduire à un état pathologique, comme celui observé chez les individus souffrant d'OA. 
Cette hypothèse est appuyée par les observations faites chez des souris âgées de trois mois 
haploinsuffisantes pour le Pthrp et chez les souris Pthrp-/- et qui présentent, toutes deux, un 
amincissement du cartilage articulaire et une diminution du nombre et du taux de 
prolifération des chondrocytes qui s'y trouvent [212, 213]. Également, il a été montré que la 
voie de signalisation IHH est fortement activée dans les chondrocytes peuplant une zone 
endommagée du cartilage articulaire de patients souffrant d'OA ou de souris chez lesquelles 
un phénotype OA a été induit [214]. Cette stimulation de la voie IHH est associée à une 
augmentation de marqueurs typiques de l'OA, tel Adamts5 (A Disintegrin-Like and 
Metalloproteinase with Thrombospondin Type 1 Motif 5), Col10a1 et Mmp13, puisque la 




diminution de l'expression de ces marqueurs et empêche l'apparition de lésions du cartilage 
articulaire chez les animaux [214].  
1.5.2.3 Conclusion de la chondrogenèse  
Comme nous avons pû le voir dans cette section, l'initiation de la formation des os 
par la condensation des cellules mésenchymateuses et, subséquemment, la chondrogenèse 
et la croissance des structures cartilagineuses nécessitent l'orchestration, dans le temps et 
l'espace, d'une multitude de signaux activateurs et inhibiteurs. Le dérèglement de l'un de 
ces signaux conduit bien souvent à une désorganisation des diverses structures 
cartilagineuses  composant l'os s'illustrant par des articulations fusionnées, des os 
anormalement courts, déformés ou tout simplement absents. Même à l'âge adulte, lorsque le 
développement et la croissance des os sont terminés et que les plaques de croissance ont été 
remplacées par du tissu osseux, le bon fonctionnement des chondrocytes demeure 
nécessaire. Il s'avère donc essentiel de connaître et de comprendre tous les mécanismes 
régulant la chondrogenèse et le développement des structures cartilagineuses afin d'être 
mieux outillé pour détecter et traiter les divers troubles osseux découlant d'une anomalie de 
ces structures.  
1.6 Les gènes cibles à l'étude dans cette thèse 
Cette dernière section présente les deux gènes dont la régulation transcriptionnelle 
est à l'étude dans cette thèse. Le premier, PHEX, assure une minéralisation adéquate de la 
matrice extracellulaire par les ostéoblastes et est nécessaire pour le maintien du phosphate à 
des niveaux normaux dans le sang. Le deuxième, PITX1, participe au développement de 
certains os lors de l'embryogenèse. Aussi, ces deux gènes sont essentiels, chez l'adulte, au 
maintien de l'homéostasie du tissu osseux. Ainsi, leur expression, autant durant 
l'embryogenèse qu'à l'âge adulte, se doit d'être parfaitement régulée afin qu'ils puissent 





Phosphate-regulating gene with homology to endopeptidase on the X chromosome 
(PHEX, à l'origine nommé PEX) est situé, comme son nom l'indique, sur le chromosome X 
et code pour une glycoprotéine transmembranaire de type II. Cette protéine est membre de 
la famille M13 des métallopeptidases dont l'activité dépend du zinc [215]. Cette famille, qui 
comprend également les gènes MME (Membrane metalloendopepdidase, aussi nommé 
NEP) [216, 217], ECE1, ECE2 (Endothelin-converting enzyme 1 and 2) [218, 219], KEL (Kell 
blood group metallo-endopeptidase) [220, 221], ECEL1 (Endothelin-converting enzyme-like 1) 
[222] et MMEL1 (Membrane metallo-endopeptidase-like 1, aussi nommé SEP, NL1 ou 
MMEL2) [223], est caractérisée par la présence d'un domaine HExxH et un motif consensus 
ExxA/GD permettant la liaison du zinc [224, 225]. Ces peptidases exercent un grand nombre 
de fonctions dans l'organisme, allant de la dégradation de neurotransmetteurs jusqu'au 
contrôle des niveaux sanguins de sodium et de calcium.  
1.6.1.1 Le syndrome d'hypophosphatémie lié au chromosome X 
Dans le passé, il a été démontré qu'une mutation empêchant l'expression 
membranaire ou l'activité de PHEX cause un syndrome, chez l'homme, nommé 
Hypophosphatémie lié au chromosome X (X-linked hypophosphatemia, XLH). Cette 
maladie dominante est essentiellement caractérisée par deux types d'anomalie : l'une 
osseuse et l'autre métabolique. Les anomalies osseuses sont illustrées par un retard de 
croissance, un défaut de la minéralisation des dents et des os (ostéomalacie), spécialement 
dans les régions entourant les ostéocytes. Les anomalies métaboliques, elles, se 
caractérisent par une hypophosphatémie due à une perte excessive de phosphate dans les 
urines et par une concentration anormalement faible en 1α-25(OH)2D3 , considérant que 







Figure 1.7 Schéma résumant le rôle excercé par PHEX sur le 
contrôle des niveaux de phosphate sanguin. 
En réponse à une diminution du phosphate, les niveaux normaux sont rétablis 
par trois principaux moyens. Il y a absorption du phosphate au niveau du tube 
digestif, réabsorption du phosphate, via les cotransporteurs Napi-2a et NaPi-2c, 
au niveau des reins et extraction du phosphate, via l'activité résorbtive des 
ostéoclastes, au niveau des os. Dans le cas d'une mutation du gène PHEX, on 
observe une augmentation de l'expression de FGF23 circulant qui conduit à la 
diminution de l'expression de Napi-2a et NaPi-2c et, par conséquent, à une perte 
anormalement élevée de phosphate dans les urines. Schéma inspiré de Bergwitz 




Ainsi, bien que les fonctions spécifiques de PHEX ne soient pas encore parfaitement 
définies, il reste clair que ce gène occupe une fonction importante dans la régulation du 
phosphate sanguin et lors de la minéralisation des os et des dents (Figure 1.7). Cette idée est 
aussi supportée par la découverte de souris présentant le même type d'anomalie que le 
syndrome XLH. Ces souris, nommées Hyp, Gy, Ska1, PhexHyp-J2, PhexHyp-Duk et Phex(pug), 
présentent toutes des mutations ou délétions du gène Phex et sont maintenant utilisées 
comme modèle pour l'étude de cette maladie [227-231].  
Au cours des dernières années, bon nombre d'études ont tenté de comprendre quels 
étaient les évènements entraînant cette sévère hypophosphatémie et ostéomalacie lors de la 
perte d'activité de PHEX. Ainsi, quelques gènes candidats ont été considérés, en raison du 
fait qu'ils sont induits lors du XLH et/ou qu'ils entraînent une excrétion anormale de 
phosphate par les reins. Ainsi, parmi les protéines potentielles, soit FGF23, FGF7, sFRP4 
(Secreted Frizzled-Related Protein 4) et MEPE, deux ont plus particulièrement été étudiées, 
c'est-à-dire MEPE et FGF23 [232-235]. Ici, le principe général veut que PHEX soit en mesure 
de cliver et d'inactiver de tels substrats et, par le fait même, d'augmenter l'absorption du 
phosphate par les reins, ce qui permet la minéralisation de la matrice extracellulaire 
osseuse.  
1.6.1.2 Les substrats de PHEX 
Le premier substrat potentiel de PHEX est MEPE [236]. MEPE, dont l'expression est 
augmentée dans les cas de XLH et chez les souris Hyp, est capable d'inhiber la 
minéralisation des os par son interaction avec les cristaux d'hydroxyapatite [232, 236-239]. Plus 
précisément, cette action inhibitrice est assurée par un peptide MEPE contenant un motif 
ASARM (peptide MEPE/ASARM) libéré par l'action de la cathepsine B [237]. Ainsi, PHEX 
est capable de cliver ce peptide empêchant ainsi son action inhibitrice sur la minéralisation 
[236]. Plus récemment, il a également été montré que PHEX est capable de dégrader un autre 




autre protéine dont l'expression est augmentée dans le syndrome XLH [240, 241]. Puisque ce 
peptide semble inhiber la minéralisation de la même manière que MEPE/ASARM, ces deux 
études suggèrent que l'ostéomalacie observée lors du XLH et chez les souris Hyp est due à 
leur accumulation anormale dans le tissu osseux [236, 240]. Malgré tout, cette accumulation, 
dans le tissu osseux, de peptides contenant un motif ASARM, notamment celle de 
MEPE/ASARM, ne semble pas expliquer tous les éléments phénotypiques caractéristiques 
du XLH puisque l'inhibition du clivage de MEPE pleine longueur par la Cathepsin B, qui 
permet de générer le peptide MEPE/ASARM, ne corrige qu'en partie les anomalies 
osseuses [239]. Aussi, la délétion du gène Mepe chez la souris Hyp (Souris Mepe-/-Hyp) ne 
permet pas de corriger l'hypophosphatémie et l'ostéomalacie observée chez la souris Hyp 
[242]. Ensemble, ces résultats suggèrent que MEPE n'est pas le principal facteur mis en cause 
dans le syndrome XLH. Ainsi, d'autres substrats de PHEX restent à être découverts.   
La seconde protéine ayant été considérée comme un substrat potentiel de PHEX est 
le FGF23. Cette protéine agit essentiellement au niveau des cellules du tubule proximal du 
rein via un récepteur tétramérique composé de deux sous-unités Klotho et deux FGFR1c, 
FGFR3c ou FGFR4 [243, 244]. Chez ces cellules, le FGF23 entraîne une diminution de 
l'expression des cotransporteurs Napi-2a et NaPi-2c, conduisant à une diminution de la 
réabsorption du phosphate et à sa perte dans les urines (Figure 1.5 et 1.7) [245-247]. Étant 
donné cette fonction et puisque cette protéine est anormalement élevée dans le sang des 
patients souffrant du XLH, il n'est pas étonnant qu'elle soit largement responsable du 
phénotype typique de cette maladie [248, 249]. En effet, la délétion de Fgf23 ou de son co-
récepteur Klotho chez les souris Hyp permet de rétablir les niveaux de phosphates sanguin 
ainsi que certaines anomalies osseuses caractéristiques du XLH [250-252]. Pour toutes ces 
raisons, FGF23 à longtemps été considéré comme un substrat potentiel de PHEX. 
Toutefois, bien qu'un groupe ait observé que le FGF23 puisse servir de substrat à la 
peptidase, cette hypothèse semble être fausse puisque d'autres, par des études plus 




l'augmentation anormale de FGF23 et la perte d'activité ou d'expression de PHEX demeure 
obscur et nécessite de plus amples recherches.  
1.6.1.3 La distribution de l'expression de PHEX dans l'organisme 
Le rôle de PHEX dans le métabolisme osseux et le processus de minéralisation du 
tissu osseux est également soutenu par la distribution tissulaire de cette protéine à travers 
l'organisme. En effet, diverses études ont montré que PHEX est majoritairement exprimée 
dans les structures minéralisées tels les dents et les os, et ce, essentiellement par les 
odontoblastes (cellules semblable aux ostéoblastes permettant la minéralisation des dents) 
et les ostéoblastes, respectivement [231, 256, 257]. Aussi, il semble que dans ce tissu, la 
régulation de PHEX soit sous le contrôle de mécanismes participant à la différenciation et à 
la minéralisation des ostéoblastes, puisque l'expression de ce gène corrèle avec le début de 
la minéralisation osseuse durant l'embryogenèse ainsi qu'avec la minéralisation de cultures 
d'ostéoblastes in vitro [256, 258]. Toutefois, il est important de mentionner que la distribution 
de PHEX à travers l'organisme n'est pas restreinte au tissu osseux. En effet, il est possible 
de détecter PHEX dans les ovaires, les glandes parathyroïdes, le cerveau, les poumons, le 
foie ainsi que les muscles [231, 259, 260]. Bien que les niveaux de PHEX détectés dans ces 
autres tissus restent rares par rapport à ceux trouvés dans le tissu osseux, cette observation 
suggère néanmoins que PHEX puisse participer à d'autres fonctions physiologiques.  
1.6.1.4 Les mécanismes d'activation transcriptionnelles de PHEX 
Aussi, toujours dans le but de mieux comprendre le rôle de PHEX dans la 
minéralisation osseuse et dans le contrôle du calcium et du phosphate sanguin, plusieurs 
études se sont intéressées aux mécanismes transcriptionnels contrôlant son expression. 
Puisque l'expression de PHEX est induite lors de la différenciation d'ostéoblastes et qu'elle 
culmine au moment où la minéralisation s'amorce, la plupart des études entreprises ont 
évalué l'impact de facteurs capables de réguler la minéralisation osseuse sur l'expression de 




dexamethasone, un glucocorticoïde affectant l'activité des ostéoblastes, entraîne une 
élévation des niveaux de PHEX  via le recrutement de RUNX2 à son promoteur [261-263]. 
Cette étude suggère donc que RUNX2 pourrait participer à l'induction de l'expression de 
PHEX lors de la différenciation des ostéoblastes. Également, d'autres études ont permis 
d'identifier PHEX comme une cible transcriptionnelle de deux hormones exerçant une 
fonction anabolique sur le tissu osseux, l'IGF1 et la GH [264-266]. Il est intéressant de 
mentionner que cette régulation n'est pas spécifique au tissu osseux, puisque les auteurs ont 
découvert que PHEX voyait aussi son expression augmentée dans les poumons. Bien 
qu'aucun mécanisme d'activation précis n'a été découvert pour expliquer cette régulation, 
ces résultats suggèrent l'implication de facteurs ubiquitaires et non pas tissus-spécifiques 
comme RUNX2. Aussi, bien que l'expression de PHEX dans le tissu osseux soit, tel que 
mentionné plus tôt, assurée essentiellement par les ostéoblastes et les odontoblastes, il est 
possible de détecter cette protéine dans les chondrocytes prolifératifs et, plus fortement, 
dans les chondrocytes hypertrophiques de la plaque de croissance et du cartilage [267-269]. 
Les mécanismes transcriptionnels responsables de la présence de PHEX dans ces cellules 
ne sont toujours pas clairs, mais il est vraisemblable que SOX9 puisse participer à cette 
régulation, puisque ce facteur de transcription est capable d'induire l'expression de PHEX in 
vitro [107]. De plus, étant donné que l'activité de SOX9 soit nulle dans les chondrocytes 
hypertrophiques, il est possible que RUNX2, comme il le fait dans les ostéoblastes, 
participe à cette régulation tanscriptionnelle [263]. La présence de PHEX dans les 
chondrocytes de la plaque de croissance suggère qu'elle exerce un rôle dans le 
développement de cette structure et pourrait être impliquée dans le processus d'ossification 
endochondrale. Cette idée est supportée par le rachitisme observé chez les individus 
souffrant du XLH et la souris Hyp [226, 227, 231]. De plus, l'impossibilité de corriger le 
phénotype osseux des souris Hyp en les croisant avec des souris surexprimant Phex dans 
leurs ostéoblastes soutient l'hypothèse voulant que PHEX exerce une fonction spécifique au 
niveau des chondrocytes [270-272]. Il a aussi été tenté de corriger les anomalies de la plaque 




sous le contrôle d'un promoteur permettant une expression ubiquitaire, comme celui de 
Actin Beta (ACTB) [273]. Encore ici, la correction n'est que partielle. Cependant, il demeure 
important de considérer l'état hypophosphatémique dont souffrent ces animaux, puisque le 
niveau circulant normal en phosphate semble nécessaire pour le bon déroulement du 
processus d'apoptose des chondrocytes hypertrophiques [274]. Ensemble, ces études 
suggèrent un rôle spécifique de PHEX au niveau des chondrocytes de la plaque de 
croissance et du processus d'ossification endochondrale.  
1.6.1.5 Les mécanismes de répression transcriptionnelle de PHEX 
Outre les mécanismes d'activations de PHEX, d'autres capables de réprimer son 
expression ont aussi été découverts. Ainsi, il a été observé que la 1α-25(OH)2D3 réduit 
l'expression de PHEX [110, 115, 258]. Le mécanisme responsable de cette répression n'est 
toutefois pas encore clair. En effet, dans le passé un groupe a observé qu'un traitement à la 
1α-25(OH)2D3 induit le départ d'une protéine de 110 kDa d'un élément poly-adénine 
présent sur le promoteur de PHEX [110]. Récemment, ce même groupe a caractérisé cette 
protéine de 110 kDa pour découvrir qu'elle est la Poly(ADP-Ribose) Polymerase 1 
(PARP1), une ADP ribosyltransférase impliquée, entre autres, dans la régulation 
transcriptionnelle de divers gènes [275, 276]. Toutefois, selon le même groupe, il s'avère que 
PARP-1 est associée, aidée de NF-KB, à la répression de PHEX lorsque les ostéoblastes 
sont exposés au TNFα [276]. De plus, étrangement, la délétion de PARP1 d'ostéoblastes 
murins ne semble pas affecter les niveaux endogènes de PHEX [276]. D'autres expériences 
sont donc nécessaires afin de valider cette implication de PARP1 dans la répression de 
PHEX par la 1α-25(OH)2D3. Enfin, il a également été montré que la PTH et la PTHrP sont 
aussi capables de réprimer l'expression de PHEX [276-278]. Cette répression nécessite 
l'activation d'une protéine Gαs par le PTHR1 et, donc, une stimulation des Adenylate 
cyclases (ADCYs) suivie d'une augmentation des niveaux d'AMPc. Ici, la stimulation de la 
Gαq par le PTHR1 n'est pas requise pour transmettre cet effet [277]. Néanmoins, mise à part 




inconnus pour expliquer cette répression. Puisqu'une activité normale de PHEX est 
nécessaire pour la minéralisation du tissu osseux, cette observation suggère que cette 
répression soit nécessaire afin que la PTH et la PTHrP puisse exercer leur l'action 
catabolique sur le tissu osseux. De plus, ce contrôle de PHEX pourrait être un mécanisme 
de rétro-répression suite à l'augmentation du phosphate sanguin induit par une hausse du 
PTH. Toutefois, ces fonctions sont toutes spéculatives et d'autres études s'avèrent 
nécessaires pour attribuer une fonction physiologique à cette régulation de PHEX.  
1.6.1.6 Conclusion sur PHEX 
Bien que le ou les rôles spécifiques de PHEX restent à êtres définis, son implication 
dans la minéralisation osseuse et le contrôle des niveaux de phosphate sanguin est 
indéniable. Concordant avec ses fonctions, la régulation de PHEX semble classique 
lorsqu'on la compare avec d'autres gènes exerçant des fonctions similaires. En effet, son 
expression précède l'apparition de tissu minéralisé et est probablement sous le contrôle de 
l'activité du facteur de transcription RUNX2. De plus, son contrôle par des hormones et 
protéines impliquées dans le développement et le remodelage osseux suggère qu'un 
contrôle fin de cette protéine est nécessaire pour un développement normal des os. 
Supportant cette hypothèse, la perte d'expression d'un allèle de PHEX chez les souris 
femelles est suffisante pour induire un phénotype osseux semblable à celui retrouvé chez 
les mâles [279]. Il s'avère donc important de bien connaître la régulation de PHEX afin de 
mieux définir ses fonctions et, ainsi, de comprendre la régulation complexe de la 
minéralisation et du contrôle du phosphate sanguin.  
1.6.2 PITX1 
Le gène PITX1 (Paired-like homeodomain transcription factor 1), ainsi que ses 
deux homologues PITX2 et PITX3, codent pour des facteurs de transcription à 




embryonnaire, PITX2 joue un rôle très large en participant au développement de plusieurs 
structures, tandis que PITX1 et PITX3 exercent des rôles plus spécialisés, restreints à 
quelques tissus [280]. Plus spécifiquement, PITX1 est nécessaire pour le développement 
adéquat de la glande hypophyse, des dents, de la mâchoire et des membres inférieurs [281-
285]. Ainsi, les souris Pitx1-/- présentent un phénotype caractérisé par une courte mandibule, 
notamment due à une mauvaise croissance de la région proximale de celle-ci, ainsi que par 
des membres inférieurs anormalement courts et présentant de sévères perturbations du 
développement des articulations [283, 285]. Aussi, chez ces souris, on note que le membre 
inférieur droit est plus sévèrement atteint que le membre gauche, un phénomène attribuable 
à PITX2, dont le patron d'expression est asymétrique (expression plus forte du côté gauche, 
au niveau de la plaque latérale du mésoderme chez l'embryon en développement) et dont la 
fonction est redondante à celle de PITX1 [283, 284]. Il faut aussi mentionner que les anomalies 
du squelette périphérique observées chez les souris Pitx1-/- sont restreintes aux membres 
inférieurs [283, 284].  
L'apparence des membres inférieurs des souris Pitx1-/- en dit beaucoup sur la 
fonction de ce gène. La taille du tibia, de la fibula et du fémur est réduite, ce qui engendre 
une morphologie des membres inférieurs proche de celle des os longs des membres 
supérieurs [283, 284]. Cette diminution de la croissance longitudinale est la conséquence d'une 
hypertrophie prématurée des chondrocytes de la plaque de croissance [283]. De plus, on note 
que l'architecture du genou est simplifiée, ce qui lui donne une apparence de coude [283]. En 
effet, les genoux des souris Pitx1-/- présentent moins de cartilage dans les régions distales 
du fémur et proximale du tibia et une absence de la patella et de la fibula [283]. Globalement, 
ces observations suggèrent que PITX1 permet l'attribution de l'identité des membres 
inférieurs et qu'il est essentiel au développement normal des os et des articulations de ceux-
ci. Cette fonction de PITX1 est aussi appuyée par les résultats obtenus lorsque l'on force 
l'expression de PITX1 dans les membres supérieurs. Ainsi, chez ces animaux, l'ulna adopte 
une morphologie s'apparentant au tibia, notamment en raison de l'absence de l'olécrâne 




celle des chevilles [286]. De plus, lors du développement de ces membres supérieurs on 
observe l'expression atypique de marqueur normalement détectés dans les membres 
inférieurs uniquement tels Hoxc10 et Tbx4 [286]. Dans l'ensemble, ces changements 
supportent un rôle de PITX1 dans l'attribution de l'identité des membres inférieurs.  
Les animaux haploinsuffisants pour Pitx1 présentent aussi quelques anomalies des 
membres inférieurs. En effet, on observe chez des souris Pitx1+/- âgées une augmentation 
du volume de l'os sous-chondral et l'amincissement et la calcification anormale du cartilage 
articulaire [287]. Cette calcification est aussi accompagnée par une accumulation de 
chondrocytes hypertrophiques dans cette structure, rappelant le phénotype retrouvé dans les 
cas d'OA [287]. À cet égard, les chondrocytes extraits du cartilage articulaire de patients 
souffrant d'OA présentent des niveaux anormalement bas de PITX1, indiquant une probable 
implication de cette protéine dans l'apparition et/ou la progression de cette maladie [287]. 
Ainsi, ces anomalies cartilagineuses, combinées aux observations réalisées chez les souris 
Pitx1-/- présentant une chondrodysplasie, suggèrent que ce gène est essentiel pour assurer le 
déroulement normal de la chondrogenèse [283, 285, 287]. En support à cette hypothèse, les 
anomalies des structures cartilagineuses retrouvées chez les souris Pitx1-/- sont semblables à 
celles qui sont observées chez les souris Sox9flox/flox; Col2a1-Cre (ablation de Sox9 dans les 
chondrocytes après la condensation des cellules mésenchymateuses) et qui présentent, elles 
aussi, une sévère chondrodysplasie [127]. Malgré tout, d'autres études sont nécessaires afin 
d'attribuer un rôle spécifique à PITX1 dans le contrôle direct de la prolifération et de la 
différenciation des chondrocytes.  
Lors des dernières années, un nouveau rôle attribué à PITX1, supportant son 
implication dans le contrôle de la prolifération et de la différenciation cellulaire, a été 
caractérisé. Ainsi, il a été démontré que PITX1 peut agir en tant que suppresseur tumoral en 
inhibant l'activation de l'oncogène RAS via l'activation de la transcription de RASAL1, une 
GAP (GTPase activating protein), et par la stimulation transcriptionnelle de p53, un autre 




contrôle de la prolifération et de la différenciation des cellules, deux groupes ont identifié, 
par l'utilisation de micro-puces d'ADN, que les facteurs de transcription E2F1, E2F2 et 
E2F3 sont capables de stimuler la transcription de PITX1. De plus, dans ces cellules, la 
même stimulation est aussi capable d'induire l'expression de SOX9 et d'EGR1, ce dernier 
étant un partenaire de PITX1 dont le rôle sera plus largement abordé dans le paragraphe 
suivant [290]. Ces résultats, combinés aux observations réalisées chez les animaux E2f1-/- et 
E2f3a-/- [198], suggèrent un rôle pour PITX1 dans l'orchestration de la chondrogenèse.  
1.6.2.1 Les partenaires de PITX1 
PITX1 active et répresse ses gènes cibles par son interaction avec leur promoteur 
via des éléments de réponses nommés bLCE (un élément de réponse s'apparentant à celui 
de bicoid, bicoid-like cis-elements) présentant généralement la séquence 5'-TAAT/GCC/T-
3' [291-293]. Sa fonction d'activateur et de répresseur transcriptionnel peut être régulée par son 
interaction avec divers partenaires tels EGR1, SEDLIN, SF1, c-JUN, IRF3, IRF4, SMAD2, 
SMAD3 et SMAD4 [294-301]. À l'instar de PITX1, certains de ces partenaires, comme EGR1 
et les SMADs, se sont vus attribuer un rôle dans le développement et l'homéostasie des os. 
Ainsi, les SMADs, tel que décrit plus tôt dans cette introduction, sont essentiels pour le bon 
déroulement de toutes les étapes de la chondrogenèse et ils sont requis pour le maintien de 
l'intégrité du cartilage articulaire durant l'âge adulte. Pour ce qui est d'EGR1, il est 
également exprimé tout au long de la chondrogenèse et une diminution de son expression 
dans les chondrocytes pré-hypertrophiques est associée à un diagnostique d'OA [302, 303]. De 
plus, dans les cellules musculaires, ce facteur de transcription est capable d'augmenter 
l'expression de p57(Kip2), ce qui entraîne un arrêt de croissance et favorise donc une 
différenciation cellulaire [304]. Même si d'autres études sont nécessaires, un tel rôle dans les 
chondrocytes serait probable puisque EGR1 est capable de diminuer l'expression de 




1.6.2.2 Les mécanismes transcriptionnels contrôlants l'expression de PITX1 
À ce jour, les mécanismes régulant la transcription de PITX1 restes méconnus. En 
fait, la plupart des informations disponibles ne sont que des associations entre l'expression 
d'un activateur ou répresseur potentiel et celle de PITX1. Par exemple, il a été démontré que 
l'expression de BMP4 dans les cellules mésenchymateuses de la mandibule est 
accompagnée d'une disparition de l'ARNm de PITX1 dans ces mêmes cellules [285, 307]. 
L'inverse a également été démontré pour FGF8 dont l'expression semble associée à une 
forte expression de PITX1 [307]. Toutefois, tel que mentionné plus haut, il ne s'agit que de 
corrélations entre deux évènements et il serait précipité de considérer ces effets comme 
directs. En effet, ces changements dans l'expression de PITX1 pourraient n'être que le 
résultat de l'activation d'une cascade de voies de signalisation ou, encore, le reflet d'un 
changement de la spécification des cellules peuplant cette structure. Or, la seule 
démonstration d'un régulateur transcriptionnel agissant directement sur PITX1 est venue 
d'une étude portant sur la dystrophie musculaire facioscapulohumérale (FSHD) [308]. Les 
résultats présentés par Dixit et ses collègues montrent que Double Homeobox Protein 4 
(DUX4) est recruté au promoteur de PITX1 et induit son expression dans une lignée 
cellulaire de myoblastes, les cellules C2C12 [308]. Cette interaction entre DUX4 et le 
promoteur de PITX1 se fait via  un élément de réponse, dont la séquence est 5'-TAATTA-
3', situé à environ 700 nucléotides en amont du site d'initiation de la transcription [308].  
1.6.2.3 Le rôle de PITX1 dans les pathologies musculosquelettiques humaines 
Afin de mieux définir les rôles du facteur de transcription PITX1, la plupart des 
études ont été, dans le passé, réalisées avec des modèles animaux. Comme il a été décrit 
dans les paragraphes précédents, l'ensemble de ces travaux montrent que PITX1 est 
impliqué dans l'identité des membres inférieurs et le bon développement de ceux-ci. 
Récemment, trois nouvelles études ont permis de confirmer que PITX1 joue également un 
tel rôle chez l'humain. Ainsi, un gain ou une perte d'expression et d'activité de PITX1 est 




musculoquelettiques tels les os, le cartilage articulaire et les muscles [287, 308, 309]. Cette 
fonction de PITX1 chez l'humain permet donc de l'associer à des pathologies comme l'OA, 
la FSHD et une malformation congénitale nommée Clubfoot (aussi nommée Talipes 
Equinovarus) [287, 308, 309]. Par conséquent, ces études, combinées à celles réalisées chez les 
modèles animaux, montrent que le contrôle spatio-temporel de l'expression de PITX1 
s'avère une étape cruciale dans le développement et l'homéostasie des membres inférieurs. 
1.6.2.4 Conclusion sur PITX1 
On connaît à la fois, beaucoup et peu de choses à propos de PITX1. Les études 
réalisées chez les animaux knock-out ont apporté beaucoup d'information sur l'implication 
de ce facteur de transcription dans la genèse et l'identité des membres inférieurs ainsi que 
dans le développement des os. Toutefois, étant donné la sévérité du phénotype des animaux 
Pitx1-/- et celui très léger présenté par les souris hétérozygotes, beaucoup de questions 
demeurent quant à ses rôles spécifiques. L'élaboration d'animaux knock-out spécifiques à 
certains types cellulaires tels les chondrocytes de la plaque de croissance ou de l'articulation 
pourrait nous en apprendre davantage sur ses fonctions. Aussi, comme le démontrent les 
études forçant l'expression ectopique de Pitx1 dans les membres supérieurs, le contrôle 
spatio-temporel de ce facteur de transcription semble nécessaire pour assurer le 
développement adéquat des membres. Une telle conclusion peut aussi être tirée des 
observations faites dans certaines pathologies où on note une perte ou un gain d'expression 
de PITX1. Ainsi, une meilleure connaissance des régulateurs transcriptionnels agissant 
directement sur PITX1 apparaît essentiel pour la compréhension de sa fonction.  
1.7 Justification du projet de recherche 
Les dernières décennies ont permis de caractériser un large éventail de mécanismes 
impliqués dans le développement, le maintien de l'intégrité, la réparation et les fonctions 




transcription PITX1 excerce d'importantes fonctions dans le développement et 
l'homéostasie du cartilage articulaire, et que la peptidase PHEX joue un rôle dans la 
minéralisation des os et le contrôle des niveaux de phosphate circulant.  
L'expression et l'activité des protéines sont régulées à différents niveaux. En effet, 
les niveux d'expression d'une protéine peuvent être régulés au niveau transcriptionnel, 
traductionnnel ou post-traductionnel. Ces différents mécanismes permettent la variation de 
l'expression des protéines dans l'ensemble de la cellule ou dans un compartiment cellulaire 
spécifique comme le noyau, le cytoplasme, la membrane cytoplasmique ou la mitochondrie. 
Cette régulation de l'expression/localisation des protéines est important puisqu'un défaut 
dans l'un de ces mécanismes de contrôle peu engendrer de sévères conséquences sur 
l'homéostasie ou le développement d'un tissu. Par exemple, dans le cas de PITX1, une 
diminution de son expression dans les chondrocytes articulaires conduit à une détérioration 
prématuré de ce tissu. Pour ce qui est de PHEX, son absence conduit à une sévère 
hypophosphatémie et une ostéomalacie. Puisque peu de choses sont connues sur les 
mécanismes qui conduisent à une diminution de l'expression de ces deux gènes, cette thèse 
propose de caractériser certains d'entre eux.  
Comme il a été démontré dans cette introduction, la régulation transcriptionnelle 
joue un rôle centrale dans plusieurs étapes du développement et de l'homéostasie des os. 
Aussi, nous croyons que des complexes répresseurs sont responsables de la diminution de 
l'expression de PITX1 dans les chondrocytes OA et de PHEX en réponse à la PTHrP. Ainsi, 
l'objectif général de cette thèse est de caractériser de nouveaux mécanismes 
transcriptionnels impliqués dans le développement et l'homéostasie des os. Plus 
précisément, le premier objectif spécifique est de découvrir les mécanismes 
transcriptionnels qui entraînent la répression de PITX1 dans les chondrocytes articulaires 
provenant de patients souffrant d'OA. Par la suite, le deuxième objectif spécifique est de 





Les deux prochains chapitres de cette thèse correspondent au manuscrit décrivant le 
mécanisme impiqué dans la répression de PITX1 dans les chondrocytes OA et à celui 
décrivant le mécanisme responsable de la répression de PHEX par la PTHrP. Ces deux 
chapitres sont précédés par une préface dans laquelle chaque manuscrit est présenté et où la 
contribution technique de chaque auteur est décrite. Ces deux chapitres sont suivis de la 
discussion. La discussion est divisée en trois sections. La première section discute des 
résultats de l'étude portant sur la répression de PITX1 dans les chondrocytes OA. La 
deuxième section discute des résultats de la répression de PHEX par la PTHrP. Enfin, la 
troisième section propose des hypothèses permettant d'unifier ces deux études. Il est 
important de souligner que ces deux études ont été effectuées dans deux laboratoires 
différents où les intérêts de recherche sont différens. Il s'avère donc difficile de formuler 
une seule conclusion. Toutefois, puisque les mécanismes agissant sur le tissu osseux sont 
capables d'agir à différents niveaux, il est possible d'émettre quelques hypothèses qui 
permettent d'unifier ces deux études. Ainsi, les mécanismes découverts, notament ceux 





Préface au chapitre 2 
L'OA est une pathologie caractérisée par une détérioration du cartilage 
articulaire. L'âge, le sexe, le poids et certains facteurs génétiques peuvent augmenter son 
incidence, ce qui en fait une maladie multifactorielle. Les modèles animaux ont servi à 
l'identification de nouveaux gènes impliqués dans l'apparition ou la progression de l’OA. 
L'étude présentée dans ce chapitre est née d'une telle observation. En effet, dans une 
étude précédente à celle-ci, il a été démontré que les souris Pitx1-/- âgées de 7 mois 
présentent des changements, au niveau du cartilage articulaire, semblables à ceux 
observés chez les patients souffrant d'OA. Aussi, dans cette même étude, il a été observé 
que les chondrocytes articulaires de patients OA présentent une forte diminution de 
l'expression du facteur de transcription PITX1 comparativement aux sujets sains chez qui 
les niveaux de PITX1 demeurent détectables. Ces résultats ont amené à formuler 
l'hypothèse selon laquelle un mécanisme transcriptionnel unique est responsable de la 
répression de PITX1 dans les chondrocytes de patients OA. L'objectif de l'étude 
présentée dans ce chapitre est donc d'identifier les mécanismes responsables de 
l'expression de PITX1 dans un contexte sain et de sa répression dans un contexte d'OA. 
Ce chapitre est présenté sous forme d'article. Cet article a été soumis pour la 
première fois au Journal of Clinical Investigation en août 2010 avant d'être refusé 
quelques jours plus tard. En date du 10 avril 2011, cet article n'a toujours pas été soumis 
une seconde fois. Une nouvelle soumission est prévue pour mai 2011 dans le Journal 
EMBO. Ce projet a été entrepris dans le laboratoire du docteur Alain Moreau et c'est 
déroulé de mai 2007 à décembre 2010. Il a été initié suite à la découverte, par Cynthia 
Picard, d'un recrutement de la protéine PHB1 au promoteur de PITX1 dans les 
chondrocytes de patients OA. Ma contribution aux résultats de cet article est équivalente 
à celle de Cynthia Picard. Nous devons donc être chacun considérés comme premier 
auteur. Dans l'ensemble, j'ai effectué toutes les expériences de gène rapporteur, tous les 
essais de capture par l'ADN (DNA pull-down), toutes les expériences 
d'immunoprécipitation de la chromatine (ChIP), les expériences de siRNA contre 




en temps réel réalisées dans les chondrocytes de sujets sains et de patients OA. Cynthia 
Picard a exécuté toutes les immunohistochimies, certaines immunofluorescences, 
certaines expériences de PCR en temps réel réalisées dans les chondrocytes de sujets 
sains et de patients OA, quelques expériences d'isolement de noyaux, l'essai de capture 
par l'ADN qui a mené à l'identification de PHB1 par spectrométrie de masse, les 
expériences de retard sur gel et toutes les analyses de SNP de PITX1 et PHB1. Le 
docteur Maryan Taheri a réalisé quelques expériences de siRNA contre PHB1 et a aidé à 
l’extraction des chondrocytes articulaires des échantillons de cartilage articulaire. 
Roxanne Doucet a réalisé quelques expériences d'immunofluorescence et quelques 
expériences d'isolement de noyaux. Le docteur DaShen Wang a extrait la majorité des 
chondrocytes articulaires des échantillons de cartilage articulaire OA. Le docteur Patrick 
Lavigne est le chirurgien qui a fourni les échantillons de cartilage articulaire OA. Enfin, 






2 Chapitre 2 
 
L'accumulation nucléaire de la Prohibitine dans les 
chondrocytes articulaires contribue à la pathogenèse 





2.1 Article 1 
NUCLEAR ACCUMULATION OF PROHIBITIN IN HUMAN ARTICULAR 
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Osteoarthritis (OA) is one of the most common age-related chronic disorders of articular 
cartilage. We have previously demonstrated the occurrence of a loss of PITX1, a 
homeobox transcription factor, in primary knee joint OA. To decipher the mechanism 
leading to PITX1 down-regulation in primary knee joint OA, transcriptional regulation 
studies were undertaken and demonstrated that E2Fs were able to activate PITX1 
expression in human articular chondrocytes using two proximal response elements while 
negative regulatory regions were located more distally within the human PITX promoter. 
Functional in vitro analysis using nuclear extracts obtained from OA articular 
chondrocytes combined with peptide sequencing analysis and tandem mass spectrometry 
allowed the identification of Prohibitin (PHB1) bound to a distal E2F-like site, which 
was confirmed by ChIP assays. The pathophysiological relevance of PHB1 in primary 
OA pathogenesis was strengthened by its nuclear accumulation in OA articular 
chondrocytes. PHB1 overexpression was sufficient to inhibit endogenous PITX1 
expression at the mRNA and protein levels. Conversely, knockdown of PHB1 by siRNA 
in OA articular chondrocytes resulted in an up-regulation of PITX1 expression. 
Collectively, these data define an unrecognized and crucial role for PHB1 in primary OA 






Osteoarthritis (OA) is a major and much neglected cause of disability in the elderly, 
which represents an increasing problem for the aging population. Since OA develops 
and changes very slowly in human, it is difficult to follow this disease over any length of 
time. Besides that, the heterogeneity of the disease results in controversy as its etiology 
and progression. Although the multifactorial nature of primary OA is well recognised, 
genetic factors have been found to be strong determinants of the disease (1-6). Evidence 
of a genetic influence of OA comes from a number of sources, including 
epidemiological studies of family history and family clustering, twin studies, and 
exploration of rare genetic disorders. These studies have also highlighted potential 
differences in the degree of OA heritability between different joint sites (i.e. hand versus 
knee) and genders (7, 8). This suggests a high level of heterogeneity in the nature of the 
encoded susceptibility genes, which is reflected in the increasing number of loci and 
candidate genes identified in OA linkage and association studies and the discrepancies 
among those studies (2). The functional importance of susceptibility genes has yet to be 
confirmed, and this illustrates our incomplete knowledge of the biology and genetics of 
OA. Indeed, primary knee OA is an end phenotype that can be a consequence of multiple 
genetic defects in conserved biological pathways that are involved in the formation of 
knee joints and skeletal elements, maintenance of cartilage integrity and stability. 
Identification of genes and biological pathways involved in OA is critical for 
understanding its etiopathogenesis and better studying the gene-environment interactions 
in modulating the incidence and severity of the phenotype. In this context, we have 
previously identified PITX1, a homeobox transcription factor, as a relevant OA 
candidate gene (9). Pitx1 is highly expressed in proliferative articular chondrocytes and 
in the perichondrium of long bones from hind limb during mouse development (10). 
Heterozygous mice harbouring only one mutated Pitx1 allele are phenotypically normal 
at birth, but exhibit progressive degenerative changes of knee joints reminiscent of 
clinical features usually observed in human OA cartilage (9). Indeed, a loss of PITX1 




Little is known about the transcriptional regulation of the PITX1 gene in normal and 
pathological conditions. Expression analyses using microarrays showed that E2F1, E2F2 
and E2F3 up-regulate PITX1 expression by several folds in the human osteoblast cell 
line U2OS (11, 12). E2F transcription factors may play a pivotal role in the 
transcriptional regulation of several cellular processes far beyond the originally 
described scope of cell cycle and proliferation (13-15). To date, eight different 
mammalian E2Fs have been cloned, each of which can heterodimerize with either 
TFDP1 or TFDP2/3 proteins (16, 17) (with the exception of E2F7 and E2F8). The E2F 
components contain a central DNA binding and dimerization domain and (except for 
E2F6, E2F7 and E2F8) a C-terminal transactivation domain (11, 18, 19). These factors 
could be broadly divided into two classes: activators (E2F1-3) (20-22) and repressors 
(E2F4-8) (18, 19, 22) of transcription (23). The DNA binding domains of all the E2Fs 
are very similar, and in vitro DNA binding assays suggest that most, if not all, of the 
E2F/DP heterodimers bind with similar affinity to the same collection of target sites (24, 
25). Therefore, the cause of these differential functions is unclear, but one possibility is 
that sequence differences in the binding site may determine the versatility of E2F family 
members. Inactivation of E2F targets was shown to be mediated in part by PHB family 
members but a direct role of E2F or PHB family members has never been reported in 
OA development and progression.  
 
The Prohibitins, PHB1 and PHB2, are highly conserved proteins in eukaryotic cells that 
are present in multiple cellular compartments (reviewed in (26, 27)). PHB1 is localised 
to the mitochondria where it might have a role in the maintenance of mitochondrial 
function (28-30) as well as in the nucleus where it plays an important role in the 
transcriptional regulation of various genes. The latter role of PHB1 is accomplished by 
its interaction with proteins such as E2F, pRb, Brg-1/BRM, RNF2 and p53 (31-35). 
PHB1 facilitates cellular senescence by recruiting specific co-repressors to inhibit E2F1 
target genes (31, 33, 36), through a direct interaction with the highly conserved marked 
box region of E2F1 (34). This repression occurs either concomitantly with the 





In this study, we present a novel transcriptional mechanism turning off PITX1 
expression in human primary OA cartilage. This repression occurs in two-thirds of 
primary knee joint OA patients tested and is triggered by a nuclear accumulation of 
PHB1 in articular chondrocytes, while the remaining OA patients do not display any 
changes in PITX1 expression level nor in the localization of PHB1, which remains 
mainly mitochondrial. This unique molecular stratification of OA patients could have 





Study populations. Between January 2009 and June 2010, a group of 29 consecutive 
patients suffering from primary knee OA and 4 healthy control subjects suffering from a 
traumatic condition without any family history for OA were investigated. Clinical and 
demographic characteristics of OA patients are shown in Table 1. All subjects were 
Caucasians and patients with OA were divided into two subgroups. Patients classified in 
OA subgroup-1 (OA-gr1) exhibited no significant changes in PITX1 expression level 
when compared to age-matched control subjects, contrasting with those classified in OA 
subgroup-2 (OA-gr2) who displayed a greater than 30% reduction in PITX1 expression 
levels (Figure 1A). There was no significant gender and age difference between the two 
OA subgroups (P=0.11) (Supplemental Table 1). 
 
PITX1 promoter contains critical regulatory regions governing its expression in 
articular chondrocytes. In order to identify the cause of PITX1 gene down-regulation in 
patients suffering from primary knee joint OA, we first proceeded by sequencing a 10 
Kb region located upstream of the transcription initiation site of the PITX1 gene. No 
significant single nucleotides polymorphisms or novel mutation associated with knee 
joint OA were detected in either OA subgroups when compared to matched control 
subjects. In order to identify key regulatory regions of the human PITX1 promoter, a 
fragment of 3895 nucleotides of human PITX1 promoter located upstream of the 
initiation site was cloned in a luciferase reporter vector (fragment -3895/+61) and 
smaller fragments of this promoter region were also subcloned by deleting a variable 
portion at the 5’ extremity (fragments -3034/+61, -1577/+61, -729/+61, -524/+61, -
374/+61 and -89/+6). PITX1-promoter-luciferase reporter constructs were transfected in 
C28/I2 human chondrocyte cell line and their effect on promoter activity was analyzed. 
Results showed that luciferase activity remained relatively high for all constructs (Figure 
1B). However, deletion of a large distal portion of the promoter (nucleotides -3895 to -
729) led to a 6-fold increase in basal luciferase activity, suggesting that the region -
3895/-729 contains negative regulatory elements. Promoter deletion analysis also 




5’ end lead to a reduction in luciferase activity. To identify potential response elements 
for specific transcription factors in the region -729/+61, in silico analysis was performed 
with MatInspector software from Genomatix software suite (37). The sequence analysis 
of this region identified many potential response elements, whose conserved putative 
binding site for the homeobox transcription factor DUX4 is known to be an activator of 
PITX1 expression (Figure 1C) (38). Interestingly, we also found several potential 
response elements for E2F1, a potential transcriptional activator of PITX1 (11, 12).   
 
E2F1 regulates PITX1 expression by binding two different response elements in the 
proximal region of its promoter. To characterize the functionality of those putative E2F1 
sites, PITX1-promoter-luciferase reporter constructs were transfected along with a 4OH-
tamoxifen (OHT)-inducible form of E2F1 in C28/I2 cells. Results showed that E2F1 
induction activates luciferase reporter gene in all constructs containing the -374/+61 bp 
promoter region (Figure 2A). Deletion of the -374/-84 bp region completely abrogated 
E2F1-mediated PITX1 promoter activation (Figure 2A, fragment -84/+61), suggesting 
that functional E2F1 response element(s) could be present in this region. To identify 
more precisely which binding-elements were used by E2F1 to activate PITX1, similar 
co-transfection assays were performed with three new PITX1-promoter-luciferase 
reporter constructs housing smaller part of this promoter region (fragments -279/+61, -
214/+61 and -169/+61). Results showed that when the region -214/-169 is deleted, an 
important reduction in the luciferase activity is observable (Figure 2B, fragment -
169/+61). Nevertheless, the activation by E2F1 remains significant and was totally 
abrogated only when the region -169/-84 was removed (Figure 2B, fragment -84/+61). 
Collectively, these results suggest that E2F1 uses two different regions to activate 
PITX1 promoter: the region -214/-169, which induces a strong activation, suggesting the 
presence of critical response elements, and the region -169/-84, which induces a weak 
activation of the promoter. Because E2F transcriptional activator family members are 
known to have redundant roles in cells, we also analyzed the effect of E2F2 and E2F3 on 
human PITX1 promoter activity. Results showed that both E2F2 and E2F3 induce the 




induce E2Fs had no effect on PITX1 expression in C28/I2 cells transfected with the 
PITX1(-3895/+61)-promoter-luciferase reporter construct (Figure 2D).   
To identify precisely which response element is bound by endogenous E2Fs to 
activate the PITX1 promoter, we incubated five different double stranded biotinylated 
probes corresponding to the E2F sequences found at positions -195/-165, -180/-150, -
170/-140, -115/-85 and -100/-70 in the promoter, respectively named probe -195, -180, -
170, -115 and -100, (Figure 2E) with nuclear extracts from C28/I2 cell. Analysis by 
immunobloting with E2F1-, E2F2- and E2F3-specific antibodies showed that E2F2 does 
not interact with any probes, that E2F3 interacts weakly with -195 probe and strongly 
with the -180 probe, and finally, that endogenous E2F1 interacts with all probes except 
with the -170 (Figure 2F). Results also showed that interaction between E2F1 and 
PITX1 promoter is stronger when the -180 probe is used, as well as the -195 and the -
115 probes. Since several E2F1 response elements are present in the -195/-70 region of 
the PITX1 promoter, we performed new DNA pulldowns using point mutations in the 
probes in order to identify specifically which one is used by E2F1 to activate PITX1 
promoter. We first mutated three regions of the -180 probe, referred as m1, m2, and m3, 
and we observed that mutation m3 completely abolished the interaction between E2F1 
and the probe, but that mutations m1 and m2 did not affect the E2F1/DNA interaction 
(Figure 2G). This result led us to identify the sequence 5'-GGCGGGAA-3' as the first 
response element used by E2F1 to activate the PITX1 promoter. We next mutated four 
regions of the -115 probe, referred to as m4, m5, m6 and m7 (Figure 2H), and we 
noticed that mutation m5 and m6 disrupt partially the interaction between E2F1 and the 
probe while mutation m7 abrogated it. The partial interaction disruption observed with 
mutation m5 and m6 is probably because these mutations affect only a small portion of 
this response element. This result indicated that E2F1 used a second response element to 
activate the PITX1 promoter, corresponding to the sequence 5'-GCGGCGGC-3'. 
Consistent with the luciferase experiments, these results confirmed that E2F1 activates 
the PITX1 promoter by interacting with two response elements. In addition, the response 
element 5'-GGCGGGAA-3' seems more important for the activation of the PITX1 
promoter by E2F1 since deletion of the region -214/-169 induced an important reduction 




interaction between E2F1 and the PITX1 promoter is observed when the probe -180 is 
used (Figure 2F and G). 
Finally, to validate these results in vivo, we verified if E2F1 was present at the 
PITX1 promoter using chromatin immunoprecipitation (ChIP) assays in C28/I2 cells. 
We amplified the region -272/-218 of PITX1 gene promoter and the proximal promoter 
of TK gene as a positive control for E2F1 (33). Results showed that endogenous E2F1 
was recruited to PITX1 promoter as well as to TK promoter (Figure 2I). Moreover, 
overexpression of E2F1 in C28/I2 cells leads to a twofold increase of endogenous 
PITX1 mRNA level (Figure 2J). Taken together, these results showed that E2F1 acts as 
a transcriptional activator of PITX1 gene by binding two different response elements on 
its proximal promoter.  
 
E2F1 is essential to activate basal expression of PITX1 gene in articular primary 
chondrocytes. Because PITX1 expression was considerably reduced in patients classified 
in OA subgroup-2 when compared to those in OA subgroup-1 as well as the control 
group, this suggested a possible differential expression defect of E2F's transcriptional 
activators in OA subgroup-2. To address that hypothesis, we compared the expression 
levels of E2F1, E2F2, E2F3 and TFDP1, an obligate E2F dimeric partner, in 
chondrocytes from the same subjects. We observed no significant variation in E2F's 
expression in both OA subgroups. However, a trend was observed in OA subgroup-1 
showing an elevation in E2F1 and E2F2 expression levels (Figure 3A). Moreover, we 
noticed that the expression of TFDP1, a gene essential for the binding of E2Fs to DNA, 
was significantly reduced in the second OA subgroup when compared to control subjects 
or the OA subgroup-1 (Figure 3A, right graph). Because it was reported that TFDP1 
knockdown in fibroblast resulted in total loss of interaction between E2Fs and theirs 
cognate DNA-binding sites and, consequently, a reduction of E2F's target gene 
expression (39), we investigated the importance of TFDP1 in the regulation of PITX1 
expression by E2Fs. Depletion of TFDP1 in C28/I2 cells with specific siRNA resulted in 
decrease in PITX1 protein level (Figure 3B). Interestingly, PITX1 level reduction 
reached 66% when TFDP1 level reduction was reduced by only 50%. (Figure 3B, lane 




luciferase assays. Results showed a reduction of 75% and 60% in luciferase activity, 
respectively, when PITX1-promoter-luciferase reporters -3895+61 or -214/+61 were 
respectively co-transfected with siRNA against TFDP1 (Figure 3C). However, when 
PITX1-promoter-luciferase reporter -84/+61 was co-transfected with TFDP1 siRNA, no 
variation was observed in luciferase activity, suggesting that the region -214/-84 is 
essential to mediating the effect of TFDP1 (Figure 3C). This result is concordant with 
Figure 2B which showed that E2F1 primarily uses this same region to activate PITX1 
promoter. Finally, we evaluated the effect of TFDP1 depletion on PITX1 expression in 
primary chondrocytes from control subjects. Results showed that transfection of TFDP1 
siRNA induced a reduction of 50% in PITX1 mRNA level (Figure 3D). Interestingly, 
PITX1 expression correlates with TFDP1 expression only in chondrocytes from the 
second OA subgroup (Supplemental Figure 1). Finally, we tested the recruitment of 
E2F1 on PITX1 promoter. Results showed that E2F1 levels were the same on the human 
PITX1 promoter, as well as on the TK promoter, when patients from different OA 
subgroups were compared between themselves or with healthy subjects (Figure 3E). 
This result indicates that the reduction of TFDP1 in articular chondrocytes from OA 
patients could not explain the decreased PITX1 expression detected in two-thirds of 
patients suffering from primary knee joint OA.   
 
PHB1 interacts with human PITX1 promoter through a distal E2F-like element. PITX1 
promoter analysis showed that the distal part of human PITX1 promoter contains 
putative negative regulatory elements. The search for mechanisms leading to PITX1 
repression in OA led us to identify a SNP (rs6867012) located within an E2F-like site in 
-3753/-3748 region of the human PITX1 promoter (Supplemental Table 2). However 
this SNP was not statistically associated with primary knee joint OA. Nevertheless, 
functional analysis by EMSA revealed the presence of a bound complex but no 
supershift was detected when anti-E2F or anti-TFDP1 antibodies were added in EMSA 
(Supplemental Figure 2). In order to characterize the nature of this complex, a DNA 
pull-down method with a biotinylated double-stranded oligonucleotide harboring this 
distal E2F-like site was performed and followed by a peptide sequencing analysis 




peptides corresponding to PHB1 (Supplemental Table 3). The presence of PHB1 in the 
repressor complex attracted our attention because PHB1 has been shown to repress E2F1 
target genes (31, 33, 34, 36). 
 
Nuclear PHB1 accumulation occurs only in OA articular chondrocyte. To further clarify 
the pathophysiological relevance of PHB1 in OA pathogenesis and its role in the 
transcriptional repression of PITX1, we first compared PHB1 expression level and its 
cellular localization in normal and OA articular chondrocytes by IHC assays. This 
experiment revealed a strong positive signal for PHB1 in the nuclei of articular 
chondrocytes in OA patients tested (Figure 4A and B). To confirm these results, 
subcellular compartment distribution of PHB1 was visualized by first separating nuclei 
from cytoplasm using a saccharose gradient and then verified by immunoblotting, the 
distribution of PHB1 in the two cellular fractions isolated from control and OA primary 
chondrocyte cultures. PHB1 was detected in both fractions in OA chondrocytes, whereas 
in control chondrocytes, it was detectable in the cytoplasmic fraction only (Figure 4C). 
GAPDH, F1-ATPase and Lamin A/C were used as cytoplasmic, mitochondrial and 
nuclear markers respectively, and they were used to ensure that there was no 
contamination between the different fractions. Next, we compared the nuclear 
localization of PHB1 in control and OA chondrocytes by indirect immunofluorescence 
against PHB1 and confocal microscopy. Results showed a stronger signal of PHB1 in 
nuclei from OA chondrocytes compared to nuclei from control chondrocytes (Figure 4D, 
E and Supplemental Figure 3). It is worth mentioning that the punctiform signal detected 
with TOM-20, a mitochondrial marker, was reminiscent of a mitochondrial fission 
phenotype (40) often seen in primary OA (41) (Figure 4D).  
 
Since PHB1 features both MTS (mitochondrial targeting sequence) (42) and NES 
(nuclear export signal) domains (43), we investigated whether PHB1 nuclear 
accumulation in OA articular chondrocytes was due to mutations affecting those 
domains by direct sequencing (data not shown). Three known SNP were also assessed 
(Supplemental Table 4) and no anomalies were found. Finally, to determine whether 




expression, quantitative real-time RT-PCR and immunoblot analyses were performed to 
quantify PHB1 expression levels. No variation in PHB1 expression, at either the mRNA 
and protein level, was detected between the control and OA subgroups (Figure 4F and 
G). Taken together, these results showed that PHB1 accumulates specifically in nuclei 
from OA chondrocytes and this, without any change in total PHB1 expression.   
 
PHB1 over-expression is sufficient to repress Pitx1 expression in normal articular 
chondrocytes. To evaluate the contribution of PHB1 in PITX1 repression, a Flag-tagged 
PHB1 protein was over-expressed in C28/I2 human chondrocytes resulting in a strong 
repression of PITX1 at the mRNA (Figure 5A) and protein levels (Figure 5B). Similarly, 
over-expression of PHB1 in co-transfection assays with the PITX1-promoter-luciferase 
construct -3895/+61 harboring a distal E2F-like site showed a strong repression of 
luciferase reporter gene (Figure 5C, fragment -3895/+61). The same effect was observed 
when PHB1 was over-expressed with other PITX1-promoter-luciferase reporter 
construct, but the reduction in luciferase activity was less important (Figure 5C, 
fragments -3034/+61, -1577/+61, -729/+61, -524/+61 and -374/+61). Based on these 
results, PHB1 represses PITX1 expression essentially by acting at the distal region of the 
promoter. However, it seems that the proximal region was also required for a total 
repression of the gene. To verify if the repression mediated by PHB1 can be 
counteracted in presence of E2F1, we over-expressed E2F1 along with PHB1 and 
analyzed their effect on the activity of the PITX1-promoter-luciferase reporters -
3895/+61 and -729/+61. Results showed that PHB1 represses 50 % of the PITX1-
promoter-luciferase reporter construct -3895/+61 basal activity and blocks the effect of 
E2F1 on this construct. When region -3895/-729 was removed (PITX1-promoter-
luciferase reporter construct -729/+61), the repression induced by PHB1 was almost 
completely abrogated with less than 10% repression still detectable. These results 
suggested that distal promoter region is necessary for PHB1 to induce a strong PITX1 
promoter repression. Finally, ChIP assays were performed to determine more precisely 
where PHB1 interacts within the human PITX1 promoter in vivo. This experiment 
confirms our previous findings obtained by mass spectrometry showing that only distal 




recruits PHB1 while no interaction were detected with other promoter regions (Figure 
5E). This result is also consistent with the luciferase results showing that the distal 
promoter part was essential to mediating a strong PITX1 repression. 
 
Endogenous PHB1 is recruited to PITX1 promoter in OA primary chondrocytes and is 
essential for PITX1 repression. Because endogenous PHB1 accumulates in nuclei of OA 
articular chondrocytes under pathological conditions (Figure 4), we verified where 
PHB1 was recruited within the PITX1 promoter in OA patients. Chromatin 
immunoprecipitation (ChIP) assays against PHB1 in chondrocytes from two control 
subjects and nine OA patients were performed, and amplified the region -3746/-3643 of 
human PITX1 promoter confirming of previous findings obtained with C28/I2 human 
chondrocytes (Figure 6A). As expected, the presence of PHB1 at the -272/-218 region of 
the PITX1 promoter was not detected nor the negative control corresponding to the 
proximal region of TK promoter harboring classical E2F1 sites, showing the selectivity 
of PHB1 for specific E2F1 response elements. To evaluate whether PHB1 depletion in 
OA primary chondrocytes could rescue PITX1 expression, PHB1 knockdown was 
carried-out using PHB1 siRNA. Selection of siPHB1 to reduce PHB1 expression was 
validated first in BJ cells, a non-transformed fibroblast cell line. Efficiency of our 
selected siPHB1 was demonstrated by a 80% reduction in PHB1 proteins level at 48 and 
72 hours after transfection when compared to siCTRL-transfected cells (Figure 6B). We 
next knocked down PHB1 on articular chondrocytes of four OA patients classified in 
OA subgroup-2 and observed a 3 to 25-fold increase in PITX1 expression (Figure 6C). 
Because it was reported that PHB1 is a general repressor of E2F1 target genes, we also 
evaluated the expression levels of other known E2F1 target genes by real time RT-PCR. 
Results showed that expression of BRCA1, DDB2, CCNA2 and CCNE1 were decreased 
in OA chondrocytes in which PITX1 expression was reduced (Figure 6D). However, 
there was no difference in the expression of other E2F1 target genes, such as BMI1, 
CASP3, CDKN1A, IL1R1, RAD51 and SERPINE1 in chondrocytes from OA patients 
compared to chondrocytes from control subjects (data not shown). Interestingly, 




indicating that specific E2F1 target genes were repressed by nuclear PHB1 in OA 





A major challenge to identifying the causes of primary OA is its genetic and phenotypic 
heterogeneity. Although we do not know a priori the source of such heterogeneity, 
lessons from previous OA linkage and association studies have been hampered by 
disease heterogeneity and quite unsuccessful in explaining primary OA etiopathogenesis. 
In that context, our molecular classification of primary knee joint OA patients according 
to PITX1 expression levels appears to be a clinical relevant endophenotype since two-
thirds of OA patients in our cohort exhibited a loss of PITX1 expression in their 
cartilage (OA subgroup-2), while others remained unaffected (OA subgroup-1). This 
stratification of OA patients into two endophenotypes led us to further investigate the 
transcriptional regulatory mechanisms governing PITX1 expression in normal and OA 
cartilage. 
 
Our data showed that E2Fs are essential to maintain basal PITX1 expression in human 
articular chondrocytes and interact with the human PITX1 promoter through two 
proximal E2F-binding elements (5'-GGCGGGAA-3' (site 1) and 5'-GCGGCGGC-3' (site 
2)) separated by 62 bp. The first E2F1 response element appears more important for the 
activation of the PITX1 promoter by E2F1 since deletion of the region -214/-169 
induced a more severe reduction in luciferase activity, which can be explained by the 
fact that this site matches perfectly with consensus E2F1 and TFDP1 binding sites while 
the second site displays more dissimilarities. Furthermore, the transcriptional activation 
of PITX1 by E2Fs is further supported by the fact that TFDP1 knockdown, an obligate 
E2F DNA binding partner, leads to a severe decrease of PITX1 expression both in 
C28/I2 human chondrocytes cell line and primary chondrocytes derived from control 
subject cartilage. Our results clearly demonstrate that PITX1 is a downstream target of 
E2Fs and that such a transcriptional relationship may explain the similarities observed 
previously in transgenic mice devoid of either E2Fs or Pitx1. Indeed, E2F transcriptional 
activators (mostly E2F1 and E2F3a) play an important role in growth plate chondrocyte 
proliferation from mice lower limb bones. Inactivation of both genes in compound E2f1-




chondrocytes when compared to wild type animals (15). Interestingly, this phenotype is 
very similar to the one observed previously with Pitx1-/- mice where animals also present 
chondrocyte proliferation defects leading to growth plate dysplasia and a premature 
hypertrophic chondrocyte phenotype (44), thus arguing that PITX1 is a downstream 
transcriptional target of E2Fs. Nevertheless, it is unlikely that decreased PITX1 
expression detected in OA patients could be caused by simultaneous inactivation of 
E2F1 and related family members since no changes were detected either in E2F1, E2F2 
and E2F3 expression levels or in E2F1 interaction with proximal PITX1 promoter region 
when compared to articular chondrocytes isolated from control subjects. This prompted 
us to investigate more closely the contribution of the distal part of the human PITX1 
promoter.    
 Promoter deletion analysis showed that the distal part of human PITX1 promoter 
contains putative negative regulatory elements. The search for mechanisms leading to 
PITX1 repression in OA led us to identify an E2F-like site where a repressor complex 
containing PHB1 was recruited in OA articular chondrocytes, as demonstrated in our 
DNA-pulldown and ChIP assays (Figure 7). Moreover, the pathophysiological relevance 
of PHB1 in primary OA pathogenesis was strengthened by the discovery of its nuclear 
accumulation in OA articular chondrocytes. The mechanism used by PHB1 to shuttle 
between mitochondria, the cytoplasm and the nucleus is still not fully understood. 
Although the nucleocytoplasmic shuttling of proteins that are smaller than 50 kDa can 
occur by passive diffusion through aqueous channels that exist around the perimeter of 
the nuclear pore complex (45), PHB1, which is only 32 kDa, may require active 
transport because it is frequently bound to multiprotein complexes like E2F transcription 
factor family, pRb, p53, RNF2, Brg-1/Brm and HDACs to perform their nuclear 
functions (31-35). Active nuclear export of PHB1 is mediated by a short amino acid 
sequence stretch (257-ITYLPAGQSVVLQL-270) termed nuclear export signal (NES) 
(43). It was reported that the NES of PHB1 form a ternary complex with CRM-
1/Exportin 1 in conjunction with GTP-bound form of Ran in the nucleus and is exported 
as a trimeric complex to the cytoplasm (43). We did not find any mutations or post-
translational modifications masking/interfering with the NES or altering the 




other diseases that PHB1 could be released from mitochondria, along with cytochrome c, 
following mitochondrial damage, consequently leading to PHB1 cytoplasmic 
accumulation (46). 
In the mitochondria, PHB1 is located in the inner membrane in tandem with 
PHB2, forming a high molecular weight complex of 1.2 MDa, where it participates in 
small membrane folds called cristae (29, 47). Newly synthesized mitochondrial proteins 
were found to bind to this complex, being held there prior to their assembly in the 
respiratory chain (29). Disruption of the PHB complex was shown to decrease 
replicative lifespans of cells and nematode longevity, which is accompanied by defects 
in mitochondrial membrane potential (48, 49). Interestingly, in OA chondrocytes, a 
reduction in the mitochondrial membrane potential associated with mitochondria 
swelling was demonstrated, suggesting a disorganization of the mitochondrial inner 
membrane (41). Our data demonstrate that cytoplasm/nuclear PHB1 expression ratio in 
OA chondrocytes is decreased when compared to PHB1 expression level in control 
subjects. Because mitochondria is the principal location of PHB1 in the cell, decreasing 
PHB1 levels in the cytoplasm also suggested a corresponding decreasing amount in 
mitochondria, consequently leading to mitochondrial inner membrane disorganization, 
abnormal cristae formation and mitochondrial fission and fragmentation (28). Indeed, 
the fission and fragmentation of mitochondria in OA articular chondrocytes is illustrated 
by the immunofluorescence localization of TOM-20, a known mitochondrial marker, 
and contrast with the mitochondrial web-shaped network seen in control cells. PHB1 is 
also implicated in the stabilization of the mitochondrial oxidative phosphorylation 
system (OXPHOS) (28). Disruption of OXPHOS leads to a reduction of its activity and 
consequently to an increasing NO production (28). This NO overproduction has been 
shown to play a major role in matrix degradation and calcification in OA articular 
cartilage (50).  
The aberrant nuclear accumulation of PHB1, a molecular chaperone in 
mitochondria, could provide a first molecular mechanism to reconcile the origin of 
mitochondria’s abnormalities and the articular chondrocyte senescence phenotype 
associated with primary OA. Indeed, OA chondrocytes present telomere shortening, 




cell death when compared with chondrocytes from healthy patients (reviewed in (51)). 
Interestingly, many studies also reported that PHB1 could contribute to the 
establishment of a senescent phenotype (36, 52, 53). This role of PHB1 is mostly due to 
its nuclear localization where it interacts with RB, E2F1 and p53 to decrease E2F target 
expression and increase p53 transcriptional activity (32-34). We observe in this study 
that PHB1 strongly accumulates in the nucleus of OA chondrocytes while it is mostly 
cytoplasmic in chondrocytes from healthy subjects. This phenomenon suggests that OA 
chondrocytes undergo a growth-arrest program induced by PHB1 protein. This 
hypothesis is further supported by the fact that PHB1 knockdown in OA chondrocytes 
leads to an increasing expression of three different E2F1 target namely PITX1, CCNA2 
and CCNE1 gene. To attest this, it would be interesting to perform cell proliferation 
assay and an evaluation of senescence markers, such as p21, p16, IL-6, IL-8, MMP1, 
MMP3 and MMP10 expression or p53, pRB and histone H2AX phosphorylation, on OA 
chondrocytes after knocking down PHB1 by siRNA. If PHB1 is responsible of a 
senescence phenotype, PHB1 deletion will allow chondrocytes to proliferate and 
catabolic enzyme production, such as cytokines and protease, will be reduced. 
Previous reports suggested that PHB1 could be recruited to E2F1 target gene 
promoter by interacting with E2F1 (31, 36). Our results suggest that PHB1 recruitment 
to PITX1 promoter is independent of E2F since PHB1 did not co-localize with the 
proximal E2F elements found in human PITX1 promoter neither in healthy nor in OA 
articular chondrocytes. Moreover, distal PITX1 promoter deletion abrogated the majority 
repression effect by PHB1.  Because PHB1 cannot bind the DNA directly, more 
experiments are needed to further identify PHB1 interacting nuclear partners leading to 
PHB1 recruitment on PITX1 promoter. 
Based on results presented in this study, we propose a model where PHB1 is 
preferentially located into the inner mitochondrial membrane, in non-pathological 
conditions (Figure 7). However, in OA articular chondrocytes, PHB1 presence is 
strongly detected inside the nucleus. When bound to distal region of PITX1 promoter 
(region -3746/-3643 bp, based on ChIP results), PHB1 and probably its other repressive 
partners, such as BRG1/BRM, RNF2, HP1γ, NCoR and HDAC1, can efficiently repress 




seem to increase, it is tempting to hypothesize that it might be depleted from the 
mitochondria. This could contribute to explain the functional and morphological changes 
reported in mitochondria of OA patients (41, 50).  
OA is a heterogeneous disease and its pathomechanism is complex. Here we 
report a molecular mechanism that can help to better stratify OA patients and which has 
the merit of unifying previous concepts and findings proposed to better define OA 
pathogenesis, such as mitochondrial dysfunction or cellular aging. PHB1 is apparently a 
central point in OA chondrocyte phenotype development and pathogenesis. Taking into 
account the postulated role for PHB1 in cellular senescence and mitochondrial functions, 
it is conceivable that aberrant nuclear accumulation of PHB1 in primary OA could be 
naturally triggered with aging, although it cannot be ruled out that aging exacerbates pre-
existing genetic conditions causing OA. Both mechanisms could explain the increasing 
number of elderly people suffering from OA and the fact that OA is usually a late onset 
disease. Elucidation of the mechanism underlying the nuclear accumulation of PHB1 is 
important for the development of effective treatments for OA and may lead to the 
development of better molecular tools to assess the risk of developing OA and monitor 





Reagents and antibody. All reagents were obtained from Sigma (St. Louis, MO, USA) 
and BioShop (Burlington, On, Canada). All oligonucleotides were purchased from 
BioCorp (Montréal, Qc, Canada) except for oligonucleotides used in DNA pull-down 
experiments, which were obtained from Integrated DNA Technologies (Coralville, IA, 
USA). For Western blots, α-E2F1 (KH95; sc-251x; 1:2000), α-E2F2 (L-20; sc-632x; 
1:2000), α-E2F3 (C-18; sc-878; 1:2000x), α-F1ATPase (R-20; sc-16689; 1:500), α-
GAPDH (V-18; sc-20357; 1:5000), α-PHB1 (H-80; sc-28259: 1:500) and α-TFDP1 (K-
20; sc-610x; 1:2000) antibodies were purchased from Santa Cruz Biotechnologies (Santa 
Cruz, CA, USA), α-PITX1 (ab70273; 1:5000) antibody was purchased from Abcam 
(Cambridge, MA, USA), α-Lamin A/C (1:2000) antibody was purchased from Cell 
Signaling (Danvers, MA, USA) and α-FLAG (1:5000) and α-Tubulin (B-5-1-2; 
1:10000) antibodies were purchased from Sigma. For immunofluorescence, α-PHB1 
(Ab-1; 1:50) and α-TOM20 (FL-145; sc-11415; 1:50) antibodies were respectively 
purchased from Lab Vision (Fremont, CA, USA) and Santa Cruz Biotechnologies. 
Lastly, for chromatin immunoprecipitation assay, α-PHB1 (N-20; sc-18196) antibody 
was purchased from Santa Cruz Biotechnologies. 
 
Primary chondrocyte isolation and cellular culture and infection. Cartilage specimens 
from tibial plateaus and femoral condyles were obtained from OA patients undergoing 
total knee joint replacement. All OA patients were evaluated by a certified rheumatologist 
based on the American College of Rheumatology Diagnostic Subcommittee for OA 
criteria. Human tissues were collected with the written consent of patients and the study 
protocol was approved by The Institutional Ethics Committees of Sainte Justine University 
Hospital, and Maisonneuve-Rosemont Hospital, Montréal, Canada. 
For primary chondrocyte extraction and culture, human OA and normal cartilage 
were sectioned, rinsed and finely minced. They were digested first with 0.25 % trypsin for 
1 hour at 37 ºC, rinsed with phosphate-buffered saline, and then digested with 2 mg/ml 
collagenase for 4 to 6 hours at 37 ºC. The cells were seeded in Falcon culture flasks at high 




Eagle’s Medium (Gibco BRL, Burlington, ON, Canada) containing 10 % heat-inactivated 
fetal calf serum (Hyclone, Logan, UT) and 1% penicillin and streptomycin.  
 C28/I2 cell line was provided by Dr. Mary Goldring, (Hospital for Special 
Surgery, New York, NY, USA) and cultured as previously described (54). To generate 
stable C28/I2 cells overexpressing PHB1 or E2F1, retroviral infection using PHOENIX 
cells (a gift from Dr. Gerardo Ferbeyre, Université de Montréal). 
 
Immunohistochemistry. Cartilage sections were embedded in paraffin and 5 µm sections 
were fixed onto microscopic slides. After proper dehydration, tissues were heated at 80 
°C for 15 minutes in 0.01 M citrate buffer, rinsed in PBS and then put in 0.3% Triton-
PBS solution for 30 minutes. After washing in PBS, tissue sections were soaked in a 
solution containing 2 % hydrogen peroxide in methanol for 30 minutes. Sections were 
washed again, blocked for 15 minutes in PBS with  1% BSA and incubated overnight at 
4 ºC with primary antibodies anti-PHB1 (AB-2) from Lab Vision, at a dilution of 1:100. 
Following PBS washes, tissue sections were incubated with an anti-rabbit biotinylated 
antibody for 45 minutes and the staining was revealed using avidin-biotin complex 
method (Vectastain ABC kit; Vector Laboratories, Burlingame, CA, USA) and DAB 
detection system (Dako Diagnostics Inc, Mississauga, ON, Canada). Sections were 
counterstained with Harris Modified Hematoxylin (Fisher Scientific, FairLawn, NJ, 
USA). 
 
Immunofluorescence. Human chondrocytes From OA patients and healthy subjects were 
plated on 8-wells culture glass slides from BD Biosciences (Bedford, MA, USA) with 
104 cells per well. After 24 to 48 hours of incubation, cells were washed with PBS and 
were fixed with 3.7 % solution paraformaldehyde followed by permeablization with 
0.1% Triton X-100 in PBS for 10 minutes. After blocking with 1 % bovine serum 
albumin in PBS (PBSA) for 30 minutes at room temperature, cells were incubated with 
the primary antibodies for 2 hours at 37 ºC.  Secondary antibodies (Alexa fluor from 
Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) was diluted in PBSA and applied for 1 hour at 37 ºC. 
After washing with PBS, slides were assembled using Prolong Gold, an adhesive 





Gene knockdown using siRNA. Sixteen hours before transfection, 1x106 cells were plated 
in 6 cm plates. Each plate was transfected using 300 pmol of pre-validated Stealth 
RNAiTM siRNA duplex and 15 µl of RNAi/Max Lipofectamine, both from Invitrogen, 
following the manufacturer’s instructions. PHB1 siRNA recognized the sequence 
GAUGGACGCAAACACUUUGGCAGCC and TFDP1 siRNA recognized the sequence 
GCAGACGAGCUGGUUGCGGAGUUCA. For control siRNA, medium GC Stealth 
RNAiTM Negative Contol Duplex (Invitrogen) has been used. Forty-eight or 72 hours 
post transfection, cells were lysed in RIPA buffer or in TRIZOL reagent from Invitrogen 
to respectively study protein or mRNA gene level.  
 
RNA extraction and real time PCR analysis. Total RNA was isolated using Trizol 
Reagent from Invitrogen according to the manufacturer’s instructions. Prior to real time 
PCR, cDNA synthesis was performed on 1 µg of total RNA using Tetro cDNA synthesis 
kit from Bioline (London, England) according to the manufacturer’s instructions. cDNA 
was then diluted 1:25 in water and real-time PCR was performed. 
  
Real-time PCR was performed in a 96-well plate format using the Mx3000P from 
Stratagene (Santa Clara, CA, USA) and the SsoFast Evagreen detection kit from Bio-
Rad (Hercules, CA, USA). Each reaction was performed using 7.5 µl of Evagreen 
master mix, 3.75 µl of 2 µM concentrated primer pair and 3.75 µl of diluted cDNA (final 
dilution 1:100) or Ch.I.P DNA sample (final dilution 1:4) for a final volume of 15 µl. All 
primer sets used to gene or promoter fragment detection were tested for amplification 
specificity and the size of fragments was validated on agarose gels. Sequence of each 
primer is given in supplemental Table 7. 
 
Vector Constructs. See Supplemental Methods section 
 
Luciferase assay. See Supplemental Methods section 
 





Electromobility Shift Assay. See Supplemental Methods section 
 
Chromatin Immunoprecipitation Assay. See Supplemental Methods section.  
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2.1.8 FIGURES LEGENDS 
FIGURE 1 
Study of basal PITX1 expression in human primary chondrocytes and in C28/I2 cell line. 
(A) Real time RT-PCR against PITX1 gene in chondrocytes from four healthy subjects 
and nineteen OA patients. OA patients were distributed in two groups. In the first one, 
OA-gr1, there is no significant reduction in PITX1 gene expression (n=9). In the second 
one, OA-gr2, patients showed an important reduction in PITX1 gene expression (n=10). 
Black marks represent the median value for each group. Asterisks represent a significant 
decrease in PITX1 expression (paired t test: * p<0,002) compared to control cells. (B) 
Luciferase assay in C28/I2 cells transiently transfected with a PITX1 (-3895/+61 bp)-
promoter-luciferase reporter or with luciferase plasmids containing smaller  promoter 
fragments (fragment -3034/+61 bp, -1577/+61 bp, -729/+61 bp, -524/+61 bp, -374/+61 
bp or -84/+61 bp) or with the empty vector containing the firefly luciferase gene (pGL4). 
Data was shown as the fold change of luciferase counts when compared to the control 
pGL4 vector and represents mean and standard deviation of three independent 
experiments. (C) Sequence of PITX1 promoter between -700/+100 bp. Response 
elements were predicted by MatInspector program from Genomatix Software Suite. 
Predicted response elements found on positive or complementary strand are represented 
by a bar above or under nucleotide sequence respectively. Arrow shows transcriptional 
initiation start site. 
 
FIGURE 2 
E2F1 activates PITX1 gene in C28/I2 chondrocytes. (A-D) Luciferase assays in C28/I2 
cell line transiently transfected with different constructions of PITX1 promoter or with 
the empty vector containing the firefly luciferase gene (pGL4). Cells were co-transfected 
with pBabe plasmids expressing ER fused to E2F1, E2F2, E2F3 or with the empty 
control vector and induced with OHT or vehicle (ethanol) for 24 hours. Data was shown 
as the fold change of luciferase counts when compared to the control pGL4 vector and 
represents mean and standard deviation of three independent experiments. Asterisks 




to control cells. (E) Sequence of PITX1 promoter between -225/+75 bp. Predicted E2F1 
response elements are in grey. The probes -180 bp and -115 bp used in F are underlined 
with a dark and a dash line, respectively. Asterisks represent the nucleotides that are 
essential for the binding of E2F1 on PITX1 promoter. (F-H) Immunoblot (IB) against 
E2F1, E2F2 or E2F3 on DNA pull-down performed with nuclear extract from C28/I2 
cell line. Biotinylated double stranded probes representing different wildtype or mutated 
regions of PITX1 promoter were used. A non-specific 30 bp biotinylated double stranded 
probe was used as negative control and Lamin A/C was used as a loading control for 
nuclear extract. (I) Chromatin immunoprecipitation assay against E2F1 on PITX1 and 
TK promoters in C28/I2 chondrocyte cell line. Data is presented as the DNA relative 
quantification after immunopricipitation when compared to the negative control. Error 
bars represents standard deviation of a tripiclate (* p<0,01). (J) Real time RT-PCR 
performed against PITX1 gene in C28/I2 chondrocytes stably expressing pBabe-ER-
E2F1 fusion plasmids or the empty control vector treated with OHT or vehicle 24 hours 
prior to RNA extraction. Data represents mean and standard deviation of three 
independent experiments. Asterisks represent a significant increase between vehicle 




TFDP1 depletion in chondrocytes leads to decreased PITX1 expression. (A) Real time 
RT-PCR against E2F1, E2F2, E2F3 and TFDP1 genes in chondrocytes from four 
healthy subjects and nineteen OA patients. OA patients were distributed in two 
subgroups as described in Figure 1A. Black marks represent the median value for each 
group. Asterisks represent a significant decrease in TFDP1 expression (paired t test: * 
p<0,002; **p<0,01) compared to control cells. (B) Immunoblots (IB) of TFDP1 and 
PITX1 in C28/I2 cells transfected with control siRNA or increasing amounts of TFDP1 
siRNA. Percentage of the relative reduction in TFDP1 and PITX1 expression are 
indicated. (C) Luciferase assays in C28/I2 cell line transiently transfected with different 
construction of PITX1 promoter or with the empty vector containing the firefly 




fused to E2F1 or the empty control vector and with control siRNA or TFDP1 siRNA, 
and induced with 4OH-tamoxifen (OHT) for 24 hours. Data was shown as the fold 
change of luciferase counts when compared to the control pGL4 vector and represents 
mean and standard deviation of three independent experiments. Asterisks represent a 
significant decrease in luciferase activity (paired t test: * p<0,01) compared to control 
cells.  (D) Real time RT-PCR against PITX1 mRNA in chondrocytes from healthy 
subjects transfected with control siRNA or TFDP1 siRNA. Data represents mean and 
standard deviation of three independent experiments. Asterisks represent a significant 
decrease between control and siTFDP1 transfected cells (paired t test: * p<0,02). (E) 
Real-time PCR analysis on -272/-218 bp PITX1 promoter region or on proximal TK 
promoter region after chromatin immunoprecipitation (ChIP) assay against E2F1. Data 
is presented as DNA relative quantification in comparison with the mean amount of 
DNA present after immunoprecipitation of control healthy cells. 
 
FIGURE 4 
PHB1 accumulates in nucleus of OA chondrocytes. (A) PHB1 immunostaining 
performed on cartilage sections from control (top pannels) or OA (bottom pannels) 
subjects. Arrows show cells with positive nuclear PHB1 signal. Cartilage sections were 
counterstained with Harris Modified Hematoxylin. Original magnification: left 100X, 
right 400X. (B) Quantification of the percentage of cells from three control subjects and 
five OA patients showing PHB1 nuclear signal. Asterisks represent a significant increase 
in PHB1 nuclear signal (Mann-Whitney U test: * p<0.05). (C) Cytoplasmic (C) and 
nuclear (N) protein extracts from primary chondrocytes of one control subject and three 
different OA patients. Proteins were resolved by SDS-PAGE and PHB1 protein was 
detected using anti-PHB1 antibody. GAPDH, F1-ATPase and Lamin A/C were used as 
cytoplasmic, mitochondrial and nuclear markers respectively. (D) Immunofluorescence 
against PHB1 and TOM20, a mitochondrial marker, on primary chondrocytes from one 
control subject and two different OA subjects. PHB1 signal appears in green and 
TOM20 signal in red. DAPI was used as a DNA marker. Omission of primary antibodies 
served as negative control. Original magnification: 630X, scale bar: 10 µm. (E) PHB1 




of the signal which co-localizes with DAPI signal when compared with to total PHB1 
signal. (F) Real-time RT-PCR against PHB1 gene in chondrocytes from four healthy 
subjects and nineteen OA patients, separated in two subgroups as previously described. 
Black marks represent the median value for each group. (G) Immunoblot (IB) against 
PHB1 on total cell lysis perfomed with primary chondrocytes from two control subjects 
and five OA patients. α-tubulin was used as a loading control. 
 
FIGURE 5 
PITX1 gene repression by PHB1 in C28/I2 chondrocytes cell line. (A) PITX1 mRNA or 
(B) protein levels from C28/I2 cells stably overexpressing Flag-PHB1 or vector alone. In 
A, real time RT-PCR where data is presented as PITX1 mRNA relative quantification 
and error bars represents standard deviation of triplicates (paired t test: *p<0.01; ** 
p<0.05). In B, immunoblots (IB) of FLAG epitop and PITX1. α-tubulin protein was 
used as a loading control. (C-D) Luciferase assays in C28/I2 cell line transiently 
transfected with different construction of PITX1 promoter or with the empty vector 
containing the firefly luciferase gene (pGL4). In C, cells were co-transfected with Flag-
PHB1 expressing vector or an empty control vector. In D, cells were co-transfected with 
Flag-PHB1 expressing vector or an empty control vector and with pBabe plasmid 
expressing ER fused to E2F1 or the empty control vector, and induced with OHT for 24 
hours. Data was shown as the fold change of luciferase counts when compared to the 
control pGL4 vector and represents mean and standard deviation of three independent 
experiments. Asterisks represent a significant decrease in luciferase activity (paired t 
test: * p<0.05; ** p<0.01) compared to control cells. (E) Real-time PCR analysis after 
chromatin immunoprecipitation assay against PHB1. Different primers were used to 
amplify specific PITX1 promoter regions. Data is presented as DNA relative 
quantification compared to the mean amount of DNA present after immunoprecipitation 









PHB1 is required to maintain repressive state of PITX1 gene. (A) Real-time PCR 
analysis on -3746/-3643 bp and -272/-218 bp region of PITX1 promoter or on proximal 
TK promoter region after ChIP assay against PHB1. Data is presented as DNA relative 
quantification (RQ) compared to the mean amount of DNA present after 
immunoprecipitation of control cells. (B) Immunoblots (IB) against PHB1 or GAPDH 
(loading control) on total cell lysis of BJ fibroblastic cells transiently transfected with 
control siRNA or PHB1 siRNA for 24, 48 or 72 hours. (C) Real time RT-PCR 
performed against PITX1 gene in chondrocytes from four different OA patients, 
belonging to subgroup 2, transfected with control siRNA or PHB1 siRNA. Data 
represents mean and standard deviation of three independent experiments. Asterisks 
represent a significant increase between control and siPHB1 transfected cells (paired t 
test: * p<0.02). (D) Real time RT-PCR performed against E2Fs targets genes (CCNA2, 
CCNE1, BCRA1 and DDB2) in chondrocytes from four healthy subjects and nineteen 
OA patients. OA patients were distributed in two subgroups as described in Figure 1A. 
Black marks represent the median value for each group. Asterisks represent a significant 
decrease in CCNA2, CCNE1, BRCA1 and DDB2 expression (paired t test: * p<0.05; ** 
p<0.02; *** p<0.005) compared to control cells. (E) Real time RT-PCR performed 
against CCNA2, CCNE1, BCRA1 and DDB2 genes in chondrocytes from four different 
OA patients transfected with control siRNA or PHB1 siRNA. Data represents mean and 
standard deviation of three independent experiments. Asterisks represent a significant 
increase in CCNA2 and CCNE1 expression between control and siPHB1 transfected 
cells (paired t test: * p<0.02). 
 
Figure 7 
Schematic model involving PHB1 nuclear accumulation in OA chondrocytes. In non-
pathological conditions, PHB1 is preferentially located into the inner mitochondrial 
membrane. Due to its shuttling, a small proportion can be detected in the nucleus but, 
according to our results, not on PITX1 promoter. In this case PITX1, along with other 
E2F targets like CCNA2 and CCNE1, is normally expressed. However, in OA articular 




distal region of PITX1 promoter, PHB1 and its other repressive partners can efficiently 
repress PITX1 expression. Since the total pool of PHB1 protein does not seem to 
increase, it is tempting to hypothesize that it might be depleted from the mitochondria. 
 
Supplemental Figure 1. Linear regression between PITX1 and TFDP1 genes expression 
in primary chondrocytes from OA subgroup 1 (solid triangle) and OA subgroup 2 (solid 
dot). 
 
Supplemental Figure 2. Electromobility shift assay (EMSA) performed using OA 
nuclear extract and wild type or mutant probe with sequence corresponding to the E2F-
like response element on PITX1 promoter. Antibodies used for supershift assay are 
listed in the EMSA section.  
 
Supplemental Figure 3. Immunofluorescence against PHB1 and TOM20, a 
mitochondrial marker, on primary chondrocytes from one control subject and five 
different OA patients. PHB1 signal appears in green and TOM20 signal in red. DAPI, 





2.1.9 FIGURES AND TABLES 
 
Figure 2.1 Study of basal PITX1 expression in human primary 






















Figure 2.5 PITX1 gene repression by PHB1 in C28/I2 chondrocytes 











Figure 2.7 Schematic model involving PHB1 nuclear accumulation in 











































AOnly patients with a close family member was considered to have family history. 
BThese healthy subjects are anonymous donors with no additional information.  
PATIENTS GENDER AGE AFFECTED KNEE FAMILY HISTORYA 
CTRL 001 Female 16 Right N/AB 
CTRL 002 Male 18 Left N/AB 
CTRL 003 Male 34 N/AB N/AB 
CTRL 066 Female  72 Right Yes 
OA 012 Female  81 Right Yes 
OA 013 Male 78 Left No 
OA 047 Male 80 Left No 
OA 049 Male 74 Left No 
OA 062 Female 79 Left No 
OA 063 Female 79 Right Yes 
OA 082 Female 83 Left Yes 
OA 101 Female 51 Left Yes 
OA 119 Female 53 Right Yes 
OA 125 Male 81 Right No 
OA 126 Female 46 Left No 
OA 135 Female 64 Right Yes 
OA 140 Female 78 Left No 
OA 156 Male 45 Right Yes 
OA 176 Female 52 Left Yes 
OA 177 Female 78 Left Yes 
OA 183 Male 78 Left No 
OA 185 Male 82 Left No 
OA 207 Female 64 Right Yes 
OA 222 Male 67 Left Yes 
OA 224 Female 86 Left Yes 
OA 226 Female 70 Left Yes 
OA 229 Female 64 Left Yes 
OA 230 Male 84 Right No 
OA 237 Female 79 Right Yes 
OA 240 Female 61 Right Yes 
OA 241 Male 76 Right Yes 
OA 265 Female 54 Left No 





Supplemental Figure 2.1 Linear regression between PITX1 and 






Supplemental Figure 2.2 Electromobility shift assay (EMSA) 





Supplemental Figure 2.3 Immunofluorescence against PHB1 and 




Supplemental Table 2.1 OA patients classification considering 
PITX1 expression level and PHB1 nuclear accumulation 




OA subgroup-1   
OA 12 + Female 81 
OA 47 N/A Male 80 
OA 63 + Female 79 
OA 140 + Female 78 
OA 156 - Male 45 
OA 176 + Female 52 
OA 177 + Female 78 
OA 185 - Male 82 
OA 207 + Female 64 
OA 224 + Female 86 
OA 230 + Male 84 
OA subgroup-2   
OA 13 N/A Male 78 
OA 49 + Male 74 
OA 62 + Female 79 
OA 82 + Female 83 
OA 101 + Female 51 
OA 119 + Female 53 
OA 125 + Male 81 
OA 126 + Female 46 
OA 135 - Female 64 
OA 183 + Male 78 
OA 222 + Male  67 
OA 226 + Female  70 
OA 240 + Female 61 
OA 241 + Male 76 
OA 237 + Female 79 
OA 265 + Female 54 
OA 282 - Male  52 
AQualitative evaluation of nuclear accumulation based on 
immunoblot, immunofluorescence or chromatin 
immunoprecipitation assay results. 
BThey are no significant age difference between OA subgroup 1 
and OA subgroup 2 (paired t test: p=0.11) 




Supplemental Table 2.2 PITX1 SNP analyses with genomic DNA from control subject 





Supplemental Table 2.3 Prohibitin peptides identified by mass spectrometry 
Peptide 
number Peptide sequence MW (Da) 
1 (R)FDAGELITQR(E) 1149.590 ± 0.202 
2 (R)NITYLPAGQSVLLQLPQ(-) 1855.033 ± 0.359 
3 (K)DLQNVNITLR(I) 1185.659 ± 0.013 
4 (R)SRNITYLPAGQSVLLQLPQ 2098.166 ± 0.568 





Supplemental Table 2.4 Human PHB1 SNP analysis using genomic DNA from control 




Supplemental Table 2.5 List of primers used in mRNA detection by real-time RT-PCR 
Gene symbol GeneID Orientation Nuclotide sequence 
ACTB 60 Forward 5'_GGAAATCGTGCGTGACAT_3' 
  Reverse 5'_TCATGATGGAGTTGAAGGTAGTT_3' 
BRCA1 672 Forward 5'_AGGAAATGGCTGAACTAGAAG_3' 
  Reverse 5'_TCTGGATTCTGGCTTATAGGG_3' 
CCNA2 890 Forward 5'_CGTGGACTGGTTAGTTGAAG_3' 
  Reverse 5'_CAAACTCTGCTACTTCTGGG_3' 
CCNE1 898 Forward 5'_GGCCTTGTATCATTTCTCGTC_3' 
  Reverse 5'_TGTCTCTGTGGGTCTGTATG_3' 
DDB2 835990 Forward 5'_GCATCAAGGACAAACCCAC_3' 
  Reverse 5'_CCAGGCTACAAAACCAGATG_3' 
E2F1 1869 Forward 5'_GTCCAAGAACCACATCCAGTG_3' 
  Reverse 5'_TCCTGGGTCAACCCCTCAAG_3' 
E2F2 1870 Forward 5'_TGGGTAGGCAGGGGAATGTTTG_3' 
  Reverse 5'_AGTCACATAGGCCAGCCTCTTG_3' 
E2F3 1871 Forward 5'_AAGCGGTCATCAGTACCTCTCAG_3' 
  Reverse 5'_CAAGAGACGTATCATACCGCGTT_3' 
PHB (PHB1) 5245 Forward 5'_TTCACAGAAGCGGTGGAAG_3' 
  Reverse 5'_CGCCTTTTTCTGTTGCTCA_3' 
PITX1 5307 Forward 5'_GCTACCCCGACATGAGCA_3' 
  Reverse 5'_GTTACGCTCGCGCTTACG_3' 
TFDP1 7027 Forward 5'_ACGTCTAACGGCACAAGGTT_3' 




















Supplemental Table 2.7 List of primers used for real-time PCR after chromatin 
immunoprecipitation assay 
Primer nameA Orientation  Nucleotide Sequence 
PITX1_-3746/-3643 Forward 5'_CGGCACAGAGTCCTGAGTTCCATA_3' 
 Reverse 5'_CTCACTGGCTCCTTTAGGCTTCCT_3' 
PITX1_-3235/-3011 Forward 5'_AGGAAGGGTCCTCATGGTGACTAC_3' 
 Reverse 5'_CTGCTTCAGCATCCAGCTCACTTG_3' 
PITX1_-2455/-2284 Forward 5'_GCACTAACAGTGAGGAAACACGCC_3' 
 Reverse 5'_GAATGGTCTGTCTGTGGGCCTCTA_3' 
PITX1_-1835/-1673 Forward 5'_TCATGGAGGGAGATCTCAGCTTGG_3' 
 Reverse 5'_GTGGAGAGACAGCACAGCTCCTTA_3' 
PITX1_-1350/-1176 Forward 5'_GCTTCTTTCCCAGGCAGACAATCC_3' 
 Reverse 5'_GACCTCAGCGTCTTGAGCAAACAG_3' 
PITX1_-272/-218 Forward 5'_TCGCAGGCCAGATGCGTTTCTTT_3' 
 Reverse 5'_GGTGACACACCGAGTTCTCCCTC_3' 
TK_promoterB Forward 5′_TCCCGGATTCCTCCCACGAG_3′ 
 Reverse 5′_TGCGCCTCCGGGAAGTTCAC_3′ 
AThe primer names are composed of gene names and amplified promoter 
region respectively. 
BWang S. et al. 2002 
Primer name Nucleotide Sequence 

































Supplemental Table 2.8 List of probes used in DNA pull-down assay 





5'-CGAGGCCGCGGGGGGCGGGGAGGCGGCGGG-3' -195 (-195/-165 bp) 5'-(biotin)CCCGCCGCCTCCCCGCCCCCCGCGGCCTCG-3' 
5'-CGGGGAGGCGGCGGGAAGGTGGCTGCGGAG-3' -180 (-180/-150 bp) 5'-(biotin)CTCCGCAGCCACCTTCCCGCCGCCTCCCCG-3' 
5'- GCGGGAAGGTGGCTGCGGAGGGGGAGGGCG-3' -170 (-170/-140 bp) 5'-(biotin)CGCCCTCCCCCTCCGCAGCCACCTTCCCGC-3' 
5'-GCGGCAGTGAGGGCGCGGCGGCGCGGGCGG-3' -115 (-115-85 bp) 5'-(biotin)CCGCCCGCGCCGCCGCGCCCTCACTGCCGC-3' 
5'-CGGCGGCGCGGGCGGCTTGGGGCTGGATTC-3' -100 (-100/-70 bp) 5'-(biotin)GAATCCAGCCCCAAGCCGCCCGCGCCGCCG-3' 
5'-ATTTGAGGCGGCGGGAAGGTGGCTGCGGAG-3' -180m1 (-180/-150 bp) 5'-(biotin)CTCCGCAGCCACCTTCCCGCCGCCTCAAAT-3' 
5'-CGGGGATTATGCGGGAAGGTGGCTGCGGAG-3' -180m2 (-180/-150 bp) 5'-(biotin)CTCCGCAGCCACCTTCCCGCATAATCCCCG-3' 
5'-CGGGGAGGCGGATTTAAGGTGGCTGCGGAG-3' -180m3 (-180/-150 bp) 5'-(biotin)CTCCGCAGCCACCTTAAATCCGCCTCCCCG-3' 
5'-TATTCAGTGAGGGCGCGGCGGCGCGGGCGG-3' -115m4 (-115/-85 bp) 5'-(biotin)CCGCCCGCGCCGCCGCGCCCTCACTGAATA-3' 
5'-GCGGCAGTGAGTTATCGGCGGCGCGGGCGG-3' -115m5 (-115/-85 bp) 5'-(biotin)CCGCCCGCGCCGCCGATAACTCACTGCCGC-3' 
5'-GCGGCAGTGAGGTATAGGCGGCGCGGGCGG-3' -115m6 (-115/-85 bp) 5'-(biotin)CCGCCCGCGCCGCCTATACCTCACTGCCGC-3' 





2.1.10 SUPPLEMENTAL METHODS 
Vector constructs. To clone human PITX1 promoter, -3895/+61 and -3034/+61 bp 
regions were amplified using genomic DNA extracted from MG-63 osteoblast cell line 
and specific primers containing KpnI restriction site in 5' end and EcoRV restriction site 
in 3' end (see Supplemental Table 6 for primer sequences). Using these restriction sites, 
fragments were cloned into pGL4 vector containing the luciferase gene (Promega). To 
generate -1577/+61 PITX1-promoter-luciferase reporter constructs, the -3895/+61 
construct was digested with KpnI and SphI restriction enzymes and cohesive ends were 
made blunt using T4 DNA polymerase and the vector was finally closed by ligating 
these blunt ends. To generate -729/+61 PITX1-promoter-luciferase reporter constructs, 
the -3895/+61 constructs was digested with KpnI and cohesive ends were made blunt 
using T4 DNA polymerase. This DNA was then digested with XmnI restriction enzyme 
and the vector was closed by ligating the two blunt ends. To generate PITX1-promoter-
luciferase reporter -524/+61, -374/+61, -279/+61, -214/+61, -169/+61 and -84/+61 
constructs, the -729/+61 constructs was amplified with different forward primers 
containing a XhoI restriction site in 5' end and a single reverse primer binding the 3' side 
of pGL4 vector multicloning site (MCS) (see Supplemental Table 6 for primer 
sequences). By using the XhoI restriction site generated by the forward primer and the 
HindIII restriction site from the multicloning site, we next cloned this fragment into 
pGL4 vector containing the luciferase gene. 
  
 For the Flag-PHB1 construct, human PHB1 cDNA was purchased from OriGene 
(Rockville, MD, USA). PHB1 cDNA was then amplified from the second codon to the 
stop codon with specific primer pairs containing EcoRI and XhoI restriction sites in 5' 
and 3' ends of the insert respectively (see Supplemental Table 6 for primer sequences). 
These inserts were than cloned in frame, using these two restriction enzyme sites in a 
pLPC vector containing three-time repeated Flag epitop (a kind gift from Dr. Gerardo 





Luciferase assay. Luciferase assays were performed in C28/I2 cells. Sixteen hours 
before transfection, 1.35x105 cells were seeded in 12-well plates. In each well 250 ng of 
pGL4 vector containing PITX1 promoter fragments was co-transfected with 100 ng of β-
gal reporter vector (used as a control to normalize firefly luciferase signal). When PITX1 
repression by PHB1 was studied, 100 ng of pLPC-Flag-PHB1 vector or an equivalent 
empty vector was used. When PITX1 stimulation by E2Fs was studied, 50 ng of ER 
tagged E2F transcriptional activator expressing vector was used. To transfect these 
DNAs into cells, 5 µl of Lipofectamine 2000 (Invitrogen Carlsbad, CA, USA) per well 
was used according to the manufacturer’s instructions. 48 hours post-transfection, cells 
were washed twice with PBS and lysed in 200 µl of glo-lysis buffer (Promega, Madison, 
WI, USA). To study PITX1 gene regulation by E2Fs, cells were treated 24 hours prior to 
cell lysis with 500 nM of TMX.  
 
Luciferase assays were performed using 30 µl of cell lysis and 30 µl of Luciferin 
solution (20 mM Tricine, 1 mM (MgCO3)4Mg(OH)2·5H2O, 2.7 mM MgSO4·7H2O, 50 
nM EDTA, 35 mM DTT, 500 nM ATP, 15.9 mg coenzyme A, 10 mg D(-)-Luciferin 
(Roche, Indianapolis, IN, USA), pH 7,7). Firefly counts were obtained using Wallac 
VICTOR2 from Perkin Elmer. β-gal assays were performed using 30 µl of cell lysis and 
30 µl of fresh β-gal assay buffer (10.1 mM Na2HPO4, 1.8 mM KH2PO4, 12 mM KCl, 
137 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 50 mM 2-mercaptoethanol, 1 % 2-nitrophenyl β-D-
galactopyranoside, pH 7.4) and incubated 5-10 minutes at room temperature. β-gal 
counts were obtained by measuring at 405 nm absorbance using DTX 880 Multimode 
Detector Microplate Reader from Beckman Coulter (Brea, CA, USA). Firefly luciferase 
counts were normalized using the β-gal values. Each experiment was performed in 
triplicate.  
 
Nuclear extract and DNA Pull-Down. Five 10cm-dishes of confluent C28/I2 cells were 
washed three times and cells scraped in cold PBS. Cells were centrifuged at 500xg for 5 
minutes at 4 ºC. They were then resuspended in 2 ml of buffer A (10 mM HEPES pH 
7.9, 1.5 mM MgCl2, 10 mM KCl, 1 % NP-40. 500 nM DTT and 1X Complete EDTA-




minutes on ice with short vortexing pulses every 3 minutes, to allow cytoplasm 
disruption. This homogenate was centrifuged at 600xg for 10 minutes at 4 ºC to pellet 
crude nuclear fraction. This fraction was resuspended in buffer B (50 mM Tris-HCl pH 
7.6, 2 mM EDTA, 2 mM EGTA, 1 mM DTT, 0.1 % TritonX-100 and 1X Complete 
EDTA-free protease inhibitor cocktail), layered over 30 % sucrose (w/v in buffer B 
without TritonX-100), and centrifuged at 3500xg for 60 minutes at 4 °C. The pellet 
containing the pure nuclear fraction was resuspended in buffer C (10 mM Tris-HCl pH 
7,6, 100 mM KCl, 1 mM EDTA, 500 nM DTT, 5 % glycerol, 0.4 % NP-40 and 1X 
Complete EDTA-free protease inhibitor cocktail) and sonicated on ice for three 15-
second pulses with an output of 7, using Sonifier S-150D from Branson (Danbury, CT, 
USA). The nuclear extract was centrifuged at 13000xg for 10 minutes at 4 °C to pellet 
the debris, and protein concentration was determined with a protein assay kit from Bio-
Rad (Hercules, CA, USA). 
 
 For DNA pull-down, 250 µg of nuclear extract underwent pre-clearing using 30 µl 
of neutravidin agarose beads (Pierce, Rockford, IL, USA) and incubated for 2 hours at 4 
ºC on a rocker-type shaker. Pre-cleared nuclear extracts were next incubated on the 
shaker for 16 hours at 4 ºC in 500 µl of buffer C containing poly dAdT non-specific 
oligonuclotides (4 ng/µl) and specific double-stranded biotinylated probes (4 ng/µl). For 
competition, 1X (4 ng/µl) or 3X (12 ng/µl) specific double-stranded non-biotinylated 
probes were added to the mix. The probes used are listed in Table 8. For double-stranded 
biotinylated probes, each anti-sense oligonucleotide was biotinylated at its 5’ end to 
allow interaction with neutravidin. The DNA/protein complexes were captured using 50 
µl of neutravidin agarose beads for 1.5 hours at 4ºC on a rocker-type shaker. After 
incubation, beads were washed 4 times with buffer C and resuspended in 3X Laemmli 
loading buffer. Proteins were resolved by SDS-PAGE gel, transferred to a PVDF 
membrane and immunodetected with a specific antibody. 
 
Electromobility shift assay (EMSA). Nuclear extracts (5 µg of proteins) were incubated 
for 30 min on ice in 20 µl of a solution containing 20 mM HEPES (pH 7.5), 40 mM 




radiolabeled probe (14 ng/100.000 cpm). For supershift analysis, the nuclear extracts 
were pre-incubated 30 min on ice then incubated in presence of 4 µg of E2F antibodies 
(Santa Cruz Biotechnology, Santa Cruz, CA, USA) and incubated on ice for 1 h. The 
sequences of the oligonucleotide probes were: E2F-like (wild-type) 5'-
CTGTGCCTCACTGGCGGCAGTCCTGCTCAA-3'; and E2F-like mutant (OA) site, 5'- 
CTGTGCCTCACTGGTGGCAGTCCTGCTCAA-3'. Samples were then separated on 7 
% native polyacrylamide gels (acrylamide:bis 29:1 in 0.5 x Tris-borate EDTA). Gels 
were run at 180 V for 3 hours with a recirculation pump for the buffer and a cooling 
tank.  
 
Chromatin immunoprecipitation. Primary chondrocytes or C28/I2 cell line were cultured 
in 10 cm plates. Cells were fixed by adding concentrated formaldehyde solution directly 
in cell medium at a final concentration of 1 %. Plates were incubated at room 
temperature for 15 minutes. Crosslink reaction was stopped by adding 1 M glycine 
solution for a final concentration of 125 mM and by incubating at room temperature for 
5 minutes. Crosslinked cells were washed twice with 5 ml of cold PBS and cells were 
collected by scraping in 500 µl of cold PBS. To isolate nuclei from these cells, cell pellet 
was spun for 5 minutes at 4 ºC at 500xg and pellet was resuspended in 1 ml of cold NCP 
I buffer (10 mM Hepes pH 6.5, 10 mM EDTA, 0.5 mM EGTA and 0.25 % Triton X-100 
(v/v)). Homogenate was spun for 5 minutes at 4 ºC at 500xg and pellet was resuspended 
in 1 ml of cold NCP II buffer (10 mM Hepes pH 6.5, 200 mM NaCl, 1 mM EDTA and 
0.5 mM EGTA). To get nuclei, the homogenate was spun for 5 minutes at 4 ºC at 500xg 
and this nucleus pellet was resuspended in 800 µl of cold RIPA buffer (50 mM Tris-HCl 
pH 8.0, 150mM NaCl, 5 mM EDTA, 1 % NP-40 (v/v), 0.5 % (w/v) deoxycholate, 0.1 % 
(w/v) SDS and 1X Complete EDTA-free protease inhibitor cocktail). Nuclei lysate was 
sonicated on ice for seven 10-second pulses with an output of 10 using Sonifier S-150D 
from Branson (Danbury, CT, USA). Lysate was spun for 10 minutes at 4 ºC at 17000xg 
and supernatant was transferred to a new tube. Total protein quantification was 






Prior to immunoprecipitation, 1 mg of crosslink protein extract was pre-cleared using 30 
µl of protein A or G streptavidin agarose beads and 6 µg of salmon sperm DNA, in a 
total volume of 800 µl with 4-hours incubation at 4 ºC on a rocker-type shaker. 
Following the pre-clearing, 5 µg of a specific antibody was added to the protein extract 
and samples were incubated for 16 hours at 4 ºC on a rocker-type shaker. Protein/DNA 
complexes were then pulled down for 1 hour at 4 ºC using 50 µl of protein A or G 
streptavidin agarose beads. To remove non-specific interactions with beads, complexes 
were washed twice with 500 µl of RIPA buffer, four times with 500 µl of lithium 
chloride buffer (100 mM Tris-HCl pH 8.0, 500 mM LiCl, 1 % NP-40 (v/v), 1 % 
deoxycholate (w/v)), twice with 500 µl of RIPA buffer and once with 500 µl of 100 mM 
Tris solution (pH 8). Protein/DNA complexes were next eluted from beads by heating to 
65 ºC in 150 µl of a 1 % SDS solution. 200 mM of NaCl was added to the supernatant 
and the extract was incubated at 65 ºC for 5 hours to allow reverse formaldehyde 
crosslinks. 100 µg of total nuclear extract used for the immunoprecipitation was also set 
aside in order to reverse formaldehyde crosslinks. Sample volume was next increased to 
300 µl with a 100 mM Tris solution (pH 8.0). DNA was purified by phenol/chloroform 
extraction and precipitated using 2.5 volumes of concentrated ethanol for 16 hours at -20 
ºC. Chromatin from input and ChIP samples were resuspended in 100 µl and 50 µl of a 
10 mM Tris solution (pH 8.0) respectively. To analyse immunoprecipitated chromatin 
fragments, real-time PCR was performed using primers listed in supplemental Table 7 as 
describe in the real-time PCR analysis section.   
 
Immunoblot. Leammli buffer (58.3 mM Tris-HCl pH 6.8, 1.71 % SDS, 0.83 % β-
mercaptoethanol, 0.002 % bromophenol blue, 5 % glycerol) was added to 10 or 50 µg of 
protein extract and loaded on a 7.5 or 10 % acryl amide SDS-PAGE gel. Proteins were 
allowed to separation and next transfer on a PVDF membrane (Milipore). PVDF 
membrane was immunobloted with a specific antibodies solution (1:500 dilution factor 
in PBS/Tween/3 % BSA) for 16 hours. PVDF membrane was next immunobloted with 
horseradich peroxidase conjugates anti-mouse, anti-rabbit or anti-goat solution (1:10000 




Lightning ECL substrate (Perkin Elmer) and by exposing PVDF membrane 10 to 60 





Préface au chapitre 3 
Le XLH est un syndrome qui se caractérise par un retard de croissance, une 
ostéomalacie, une hypophosphatémie secondaire due à une perte anormale de phosphate 
dans les urines et une concentration inappropriée, malgré l’hypophosphatémie, de 1-25-
(OH)2D3 circulant. La cause de cette pathologie est la mutation de la peptidase PHEX, 
qui résulte en son inactivation. L'expression de PHEX corrèle avec la minéralisation de 
la matrice extacellulaire osseuse in vivo et in vitro. Plusieurs groupes se sont intéressés à 
la régulation transcriptionnelle de PHEX. Au moment où ce projet a été entrepris, trois 
mécanismes avaient déjà été découverts. Le premier implique le facteur de transcription 
RUNX2 et résulte en l’activation de la transcription. Le second correspond à la 
répression du gène, laquelle est induite par la 1-25-(OH)2D3. Enfin, le troisième, 
découvert par le groupe du docteur Guy Boileau, correspond à la répression du gène sous 
l’effet de la PTH et la PTHrP. L'article présenté dans ce chapitre fait ainsi suite à cette 
dernière découverte. L'objectif du projet est de metre en lumière le mécanisme 
transcriptionnel responsable de la répression de PHEX par la PTHrP(1-34). Il est à noter 
qu’au moment où a été entreprise cette étude, un groupe a identifié le répresseur 
transcriptionnel E4BP4 comme cible directe de la PTH dans les ostéoblastes. Cette 
découverte s'est avérée fort intéressante pour notre étude puisque deux éléments de 
réponses pour E4BP4 sont présents dans une région critique du promoteur de PHEX 
pour sa répression par la PTHrP(1-34). 
Ce chapitre est présenté sous forme de manuscrit. Le 22 février 2011, ce 
manuscrit a été révisé par quatre réviseurs du périodique Journal of Cellular Physiology. 
L'éditeur de ce journal nous a accordé un délai de six mois afin de répondre aux 
modifications demandées par les réviseurs et de soumettre ce manuscrit une seconde 
fois. Ainsi, nous prévoyons soumettre une seconde fois ce manuscrit modifié à Journal 
of Cellular Physiology en mai 2011. Ce projet s'est déroulé de mai 2004 à mai 2007 dans 
le laboratoire du docteur Guy Boileau et de mai 2007 à décembre 2010 dans le 




réalisé la plupart des expériences de ce projet à l'exception des essais avec la CIAP 
(Véronique Bériault) et l'immunoprécipitation d'E4BP4 pour évaluer son état de 
phosphorylation (Maryam Taheri). Aussi, Mathieu St-Louis a aidé pour le clonage du 
promoteur de PHEX et est celui qui a initié le projet. Enfin, les docteurs Guy Boileau et 







3 Chapitre 3 
 
La PTHrP(1-34) induit la répression du gène PHEX 
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PHosphate-regulating gene with homology to Endopeptidase on the X chromosome 
(PHEX) has been identified as the gene mutated in X-linked hypophosphatemia (XLH) 
syndrome, the most prevalent form of rickets in humans. The predominant expression of 
PHEX in bones and teeth, and the defective mineralization of these tissues in XLH 
patients indicate that PHEX is an important regulator of mineralization. Parathyroid 
hormone (PTH) and PTH-related protein (PTHrP) are known to regulate the expression 
of numerous genes in osteoblastic cells through activation of the protein kinase A 
pathway, including repression of PHEX. PTH also activates the transcriptional repressor 
E4BP4 through the same pathway, suggesting that PTH or PTHrP-mediated repression 
of PHEX expression could involve E4BP4. To evaluate this possibility, we treated 
UMR-106 osteoblastic cells with PTHrP(1-34), and used RT-PCR and immunoblotting 
to analyze PHEX and E4BP4 expression. E4BP4 mRNA and protein levels were rapidly 
increased in cells treated with PTHrP(1-34), with a concomitant decrease in PHEX 
expression. This downregulation of PHEX could be reproduced by overexpression of 
E4BP4. Moreover, PTHrP(1-34)-mediated PHEX repression is blocked when cells were 
transfected with a siRNA targeting E4BP4 mRNA. Finally, DNA pull-down and 
luciferase assays showed that two E4BP4 response elements located in the PHEX 
promoter are functional. These results underline the important role of E4BP4 in 








PHEX (PHosphate-regulating gene with homology to Endopeptidase on the X 
chromosome) has been identified as the gene mutated in X-linked hypophosphatemia 
(XLH) syndrome, a dominant disorder of phosphate homeostasis, and the most prevalent 
form of inherited rickets in humans (Francis et al., 1995). XLH is characterized by 
growth retardation, defective bone mineralization, hypophosphatemia secondary to renal 
phosphate wasting, and an inappropriately normal serum concentration of 1,25-
dihydroxyvitamin D (1,25-(OH)2D3) (Tenenhouse and Econs, 2001). Much of our actual 
understanding of the pathophysiology of XLH has been obtained from studies of the Hyp 
mouse, which presents a large deletion in the 3’ region of the Phex gene (Beck et al., 
1997) and phenotypic features similar to those of XLH patients, including rickets and 
osteomalacia (Tenenhouse, 1999). Consistent with the mineralized tissue phenotype 
observed in XLH patients and Hyp animals, several studies using different approaches 
such as in situ hybridization, Northern blotting, RT-PCR, RNAse protection assay and 
immunohistochemistry have shown that Phex mRNA and protein are expressed 
predominantly in bones and teeth, specifically in osteoblasts, osteocytes and odontoblast 
(Du et al., 1996; Guo and Quarles, 1997; Ruchon et al., 1998; Ruchon et al., 2000; 
Thompson et al., 2002). PHEX protein is a type II integral membrane glycoprotein that 
exhibits significant similarity to members of the M13 family of zinc metallopeptidase 
(Turner and Tanzawa, 1997) and has been shown to have peptidase activity in vitro 
(Addison et al., 2008; Boileau et al., 2001). The peptidase activity of the protein and its 
predominant localization in bone and teeth cells suggest that the enzyme regulates 
mineralization by controlling the function of bioactive peptides. However, PHEX 
physiological substrate(s) is (are) still unknown but recent data strongly suggest that it is 
involved in the molecular mechanisms controlling FGF23 expression (Brownstein et al., 
2010; Liu et al., 2003; Liu et al., 2006; Nakatani et al., 2009; Yamazaki et al., 2002). 
It has been observed by in situ hybridization that Phex expression correlates with the 
initiation of bone mineralization at day E13.5 in mouse embryos (Ruchon et al., 1998). 
Similarly, Phex mRNA and protein levels increase during mineralization by cultured 




modulated at the transcriptional level during cell differentiation. However the molecular 
mechanisms that control PHEX expression in cells of osteoblastic lineage, are still 
largely unknown. Hormones known to regulate bone metabolism have been shown to 
influence PHEX expression. For example, Phex is up-regulated by glucocorticoid in 
UMR-106 cells and in primary cultures from mouse calvaria embryos (Hines et al., 
2002). This activation of Phex transcription involves binding of Runx2 to its promoter 
(Hines et al., 2002). Insulin-like growth factor 1 (IGF-1) and growth hormone (GH) can 
also up-regulate Phex expression in vivo (Zoidis et al., 2000). In contrast, 1,25-(OH)2D3 
represses Phex expression in primary osteoblasts derived from calvaria and in UMR-106 
cells by stimulating the binding of a yet to be characterized repressor to a polyadenine 
element present on its promoter (Ecarot and Desbarats, 1999; Hines et al., 2004).  
Parathyroid hormone (PTH) and parathyroid hormone-related protein (PTHrP) have 
profound catabolic effects on bones (Inoue and Matsumoto, 2000; Karaplis, 2001). By 
binding to the common PTH/PTHrP receptor-1 on bone cells, these peptides cause an 
intracellular accumulation of the second messenger cAMP, and activate PKA, thus 
controlling gene expression (Blind et al., 1993; Fujimori et al., 1992). We have 
previously reported the repression of Phex by PTHrP(1-34) in UMR-106 cells and 
primary osteoblasts derived from rat calvaria, and showed that this repression involved 
activation of the PTH/PTHrP receptor-1/cAMP/PKA pathway (Vargas et al., 2003). 
Similar results were obtained by Alos and Ecarot with PTH(1-34) (Alos and Ecarot, 
2005).  
PTH-induced intracellular accumulation of cAMP in osteoblastic cells has been shown 
to promote expression of the transcriptional repressor E4BP4 (Ozkurt et al., 2004; 
Ozkurt and Tetradis, 2003). E4BP4 is a member of the basic leucine zipper (b-ZIP) 
protein family, first characterized for its binding to the ATF site of the adenovirus E4 
promoter (Cowell et al., 1992). E4BP4 can repress gene expression in various cell types 
and in many physiological conditions. For example, E4BP4 regulates clock genes 
expression in pineal gland cells (Doi et al., 2004) and represses Von Willebrand factor 
(VWF) transcription in non-endothelial cells (Hough et al., 2005). In primary mouse 
osteoblast cells, E4BP4 represses the expression of synthetic reporter genes containing 




PTHrP-induced expression of E4BP4 in human pre-osteoblastic cells was shown to 
correlate with the repression of Runx2 and Osterix gene expression, two transcriptional 
regulators essential for osteoblast differentiation and maturation, suggesting that 
osteoblastic cells use E4BP4 to regulate the expression of genes involved in the 
mineralization process (Silvestris et al., 2008). 
In the present report, we have established that PTHrP(1-34)-mediated repression of 
PHEX expression involves binding of E4BP4 to the PHEX promoter. Using UMR-106 
cells as an osteoblastic cell model, we show that PTHrP(1-34) increases expression of 
E4BP4 at both mRNA and protein levels resulting in down-regulation of PHEX. A 
decrease in PHEX expression is also observed in UMR-106 cells overexpressing E4BP4. 
Our data suggest that repression of the PHEX gene by E4BP4 requires binding on two 






3.1.3 MATERIALS AND METHODS 
 
Reagents and antibodies 
All reagents were obtained from Sigma (St. Louis, MO, USA), except for human 
PTHrP(1-34) purchased from Bachem (Torrance, CA, USA). Oligonucleotides were 
purchased from Invitrogen (Carlsbad, CA, USA), except for oligonucleotides used in 
DNA pull-down experiments that were obtained from Integrated DNA Technologies 
(Coralville, IA, USA). Anti-E4BP4 antibody (sc-9550) was purchased from Santa Cruz 
Biotechnologies (Santa Cruz, CA, USA), anti-Lamin A/C antibody was purchased from 
Cell Signaling Technology (Danvers, MA, USA) and anti-phosphoserine antibody was 
purchased from Sigma.  
 
Vector Constructions 
To overexpress E4BP4 in UMR-106 cells, we obtained a E4bp4 cDNA from total RNA 
extracted from MC3T3-E1 cells (CRL-2593, ATCC, Manassas, VA, USA) treated with 
PTHrP(1-34) at a concentration of 10-7 M for 4 hours, essentially as described by Ozkurt 
and Tetradis (Ozkurt and Tetradis, 2003). E4bp4 cDNA was cloned using XhoI and 
BamHI sites in pLPC vector (a kind gift from Dr. G. Ferbeyre, Université de Montréal, 
Canada), downstream from the cytomegalovirus promoter (Serrano et al., 1997).  
Human PHEX promoter was amplified from genomic DNA from HEK 293 cells (CRL-
1573, ATCC). PCR sense oligonucleotides 5’-TCCTGTGGTACCTCTAAAG-3’, 5’-
AGGCTGGTACCGAACTCCTGGC-3’ and 5’-GAATGGTACCCTCAGTAGGA-3’ 
were used with the anti-sense oligonucleotide 5’-TAGGTGGCCTCGAGTCACCGGA-
3’ to obtain the -1050/+110 bp, -500/+110 bp and -352/+110 bp PHEX promoter 
fragments, respectively. All promoter fragments were sequenced and cloned using KpnI 
and XhoI restriction sites in pGL4 basic vector (Promega Corporation, Madison, WI, 







Culture, infections, siRNA transfection, PTHrP(1-34) and TPA treatment of UMR-
106 cells 
Stock cultures of UMR-106 cells (CRL-1661, ATCC) were maintained as described 
previously (Vargas et al., 2003). Stable cell pools were obtained using the retroviral-
mediated gene transfer method as described previously (Serrano et al., 1997) and with 3 
days of selection in puromycin (2.5 µg/ml). Thereafter, stable UMR-106 cells were 
always kept in puromycin.  
PTHrP(1-34) and 12-O-tetradecanoyl phorbol-13-acetate (TPA) were prepared as 
described previously (Vargas et al., 2003). Treatments of UMR-106 cells with PTHrP(1-
34) or TPA were done at a final concentration of 10-7 M and 10-8 M respectively. 
Incubations were for the time periods indicated in the text. 
For E4BP4 knockdown using siRNA, 1x106 cells were plated in 6 cm plates sixteen 
hours before transfection. Each plate was transfected using 300 pmol of pre-validated 
Stealth RNAiTM siRNA duplex and 15 µl of RNAi/Max Lipofectamine, both from 
Invitrogen, following the manufacturer’s instructions. E4BP4-237 siRNA recognized 
CCUUACCGCACAAGCUCCGGAUUAA sequence and E4BP4-239 siRNA 
recognized UCAGGACUACCAGACAUCCAAGGCU sequence. At 48 hours post 
transfection, cells were treated as mentioned in text and total RNA or nuclear proteins 
extracts were performed. 
 
Nuclear extract and DNA pull-down 
Nuclear extracts were obtained as described previously (Vargas et al., 2003). Briefly, 
five 10 cm dishes of confluent UMR-106 cells either treated for 4 hours with PTHrP(1-
34) or overexpressing E4BP4 were washed three times and scraped in cold PBS. Cells 
were spun and resuspended in 1 ml of hypotonic buffer A (50 mM Tris-HCl pH 7.6, 2 
mM EDTA, 2 mM EGTA, 1 mM DTT, and 1X Complete EDTA-free protease inhibitor 
cocktail (Roche, Indianapolis, IN, USA)). Cells were allowed to swell on ice for 1 hour 
and then homogenized by passing 20 times through an 18-gauge needle and 20 times 
through a 21 1/2-gauge needle. Homogenates were centrifuged at 600xg for 20 minutes 
at 4 °C to pellet the crude nuclear fraction. This fraction was resuspended in buffer A 




centrifuged at 5000xg for 30 minutes at 4 °C. The pellet containing the nuclear fraction 
was resuspended in buffer B (20 mM Tris-HCl pH 7.6, 100 mM KCl, 1 mM DTT, 5 mM 
MgCl2, 0.1 % Triton X-100 and 1X Complete EDTA-free protease inhibitor cocktail) 
and sonicated on ice for 3 pulses of 15 seconds each. The nuclear extract was 
centrifuged at 13000xg for 10 minutes at 4 °C to pellet debris, and protein concentration 
was determined by Bradford assay (Bio-Rad, Hercules, CA, USA).  
For DNA pull-down, 250 µg of nuclear extract were incubated on a rotating shaker for 3 
hours at 4 °C in 350 µl of buffer B containing BSA (0.05 µg/ml), poly G/C non-specific 
oligonuclotide (4 ng/ml) or specific double stranded oligonucleotides (4 ng/ml) 
corresponding to the sequence of either of the two PHEX promoter E4BP4-response 
elements (EBPREs) or a mutated form of EBPRE2 named EBPRE2m. The sense and 
anti-sense oligonucleotides for the first EBPRE (EBPRE1) are 5’-
AAGTGGACAGTTTATGTAAACACAAAAACA-3’, and 5’-
(biot)TGTTTTTGTGTTTACATAAACTGTCCACTT-3’, respectively. The sense and 
anti-sense oligonucleotides for the second EBPRE (EBPRE2) are 5’-
TTGCAACAGAATTACATGATTAATTGAGAT-3’, and 5’-
(biot)ATCTCAATTAATCATGTAATTCTGTTGCAA-3’, respectively. The sense and 
anti-sense oligonucleotides for EBPRE2m are 5’- 
TTGCAACAGAACAGCATGATTAATTGAGAT-3’, and 5’-
(biot)ATCTCAATTAATCATGCTGTTCTGTTGCAA-3’, respectively (mutations 
appear in italics). The nucleotide sequence recognized by E4BP4 is underlined and each 
anti-sense oligonucleotide is biotinylated at its 5’ to allow interaction of the double- 
stranded nucleotides with neutravidin. The DNA/proteins complexes were captured 
using 50 µl of neutravidin agarose beads (Pierce, Rockford, IL, USA) for 1.5 hours at 4 
°C on a rotating shaker. After incubation, beads were washed 3 times with buffer B and 
one time with water. Beads/DNA/proteins complexes were resuspended in 3X Laemmli 
loading buffer and proteins were resolved by SDS-PAGE on a 7.5 % gel, transferred to a 








Fifty µg of nuclear extract from UMR-106 treated 4 hours with 10-7 M PTHrP(1-34) was 
incubated 1 hour at 37 °C with 10 units of calf intestine alkaline phosphatase (CIAP) 
(Fermentas, Glen Burnie, MD, USA). As a negative control, CIAP was heat inactivated 
for 15 minutes at 85 °C before adding the nuclear extract. After CIAP treatment, 6X 
Laemmli loading buffer was then added and proteins were resolved by SDS-PAGE on a 
7.5 % gel, transferred to a PVDF membrane and E4BP4 was immunodetected with anti-
E4BP4 antibodies.  
 
Immunoprecipitation 
UMR-106 overexpressing E4BP4 cells were treated 4 hours with 10-7 M PTHrP(1-34) 
and lysed in immunoprecipitation buffer (20 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 1 
mM EDTA, 1 mM EGTA, 1 % Triton X-100, 2.5 mM Sodium Pyrophosphate, 1 mM β-
glycerolphosphate and 1x protease inhibitor cocktail from Roche). Protein extracts were 
centrifuged at 13000xg for 10 minutes at 4 °C to pellet debris, and protein concentration 
was determined by Bradford assay (Bio-Rad, Hercules, CA, USA). Pre-clearing was 
performed 1 hour at 4 °C using 1 mg of cell extract proteins and 30 µl of streptavidin 
protein A beads (GE Healthcare). Following pre-clearing, IP was performed 16 hours at 
4 °C using anti-phospho-serine antibodies (final dilution 1:200). Immunocomplex was 
captured using 50 µl of streptavidin protein A beads, wash 4 times with IP buffer and 3X 
Laemmli loading buffer was added. Proteins were resolved by SDS-PAGE on a 7.5 % 
gel, transferred to a PVDF membrane and immunodetected with anti-E4BP4 antibodies.  
 
RNA extraction and qPCR 
Total RNA was isolated using Trizol Reagent from Invitrogen according to the 
manufacturer’s instructions. Prior to real time PCR, cDNA synthesis was performed on 1 
µg of total RNA using Tetro cDNA synthesis kit from Bioline (London, England) 
according to the manufacturer’s instructions. cDNA was then diluted 1:25 in water and 
real-time PCR was performed. 
 Real-time PCR was performed in a 96-well plate format using the Mx3000P from 




Rad (Hercules, CA, USA). Each reaction was performed using 7.5 µl of Evagreen 
master mix, 3.75 µl of 2 mM concentrated primer pair and 3.75 µl of diluted cDNA 
(final dilution 1:100) for a final volume of 15 µl. ACTB gene was used to normalize 
target genes level. All primers used for gene amplification are listed in table 1.  
 
Luciferase assay 
Luciferase assays were performed in UMR-106 cells. Sixteen hours before transfection, 
1.15x105 cells were seeded in 12-well plates. In each well 250 ng of pGL4 vector 
containing PHEX promoter fragments was co-transfected with 100 ng of β-gal reporter 
vector (used as a control to normalize firefly luciferase signal). When PHEX repression 
by E4bp4 was studied, 100 ng of pLPC-E4BP4 vector or an equivalent empty vector was 
used. To transfect these DNAs into cells, 5 µl of Lipofectamine 2000 (Invitrogen) per 
well was used according to the manufacturer’s instructions. When necessary, 24 hours 
post-transfection, cells were treated with PTHrP(1-34) for 24 hours. In all cases, 48 
hours post-transfection, cells were washed twice with PBS and lysed in 200 ml of glo-
lysis buffer (Promega, Madison, WI, USA). 
Luciferase assays were performed using 30 µl of cell lysis and 30 µl of Luciferin 
solution (20 mM Tricine, 1 mM (MgCO3)4Mg(OH)2·5H2O, 2.7 mM MgSO4·7H2O, 50 
nM EDTA, 35 mM DTT, 500 nM ATP, 15.9 mg coenzyme A, 10 mg D(-)-Luciferin 
(Roche, Indianapolis, IN, USA), pH 7,7). Firefly counts were obtained using the Wallac 
VICTOR2 from Perkin Elmer. β-gal assays were performed using 30 µl of cell lysis and 
30 µl of fresh β-gal assay buffer (10.1 mM Na2HPO4, 1.8 mM KH2PO4, 12 mM KCl, 
137 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 50 mM 2-mercaptoethanol, 1 % 2-nitrophenyl β-D-
galactopyranoside, pH 7.4) and incubated 5-10 minutes at room temperature. β-gal 
counts were obtained by measuring at 405 nm absorbance using DTX 880 Multimode 
Detector Microplate Reader from Beckman Coulter (Brea, CA, USA). Firefly luciferase 








Data generally represent the mean ± SEM values from two independent experiments. t 
test was used to determine statistical significance between individual means. Differences 





PTHrP(1-34) increases E4BP4 protein expression and represses PHEX gene in 
UMR-106 cells 
Treatment of UMR-106 cells with 10-7 M PTHrP(1-34) for 24 hours results in down-
regulation of the PHEX gene (Vargas et al., 2003). To characterize cis-elements of the 
PHEX promoter involved in this regulation, we first analyzed the promoter's sequence 
with MatInspector software from Genomatix software to identify putative regulatory cis-
acting elements (Cartharius et al., 2005). This analysis allowed the identification of 
several consensus sequences for known response elements (some are shown in Fig. 1A). 
Among them, we noticed two elements for the transcriptional activator ATF4 at 
positions -310/-303 bp and -281/-274 bp of the proximal PHEX promoter and one 
response element for the transcriptional activator RUNX2 at position -225/-219 bp. 
Interestingly, we also identified two elements for the transcriptional repressor E4BP4, a 
known transcriptional repressor previously shown to be active in osteoblast cells on 
synthetic promoters following PTH and PTHrP treatment (Ozkurt and Tetradis, 2003). 
These elements, named EBPRE1 and EBPRE2, are located at position –383/-374 bp and 
+73/+82 bp relative to the transcriptional initiation site, respectively. EBPRE2 is found 
on the complementary strand, in PHEX gene first exon. 
To investigate whether E4BP4 is implicated in PTHrP(1-34)-mediated PHEX gene 
repression, we first determined by qPCR the amounts of E4BP4 mRNA in UMR-106 
cells during a time course treatment with 10-7 M PTHrP(1-34), a dose able to repress 
PHEX expression by 50% (Fig. 1B, second graph). Results showed a 5 fold increase of 
E4BP4 mRNA level after 1 and 2 hours of treatment (Fig. 1B, first graph). 
Immunoblotting of E4BP4 in nuclear extracts from UMR-106 treated under the same 
conditions revealed an increased expression of E4BP4 at the protein level by 3 fold after 
4 hours (Fig. 1C). This E4BP4 increase is rapid and transient. Starting shortly after 
E4BP4 mRNA and protein reached the maximum, PHEX mRNA decreased significantly 
by 50% (Fig. 1B, second graph). As control, no variation of NEP mRNA was observed 




E4BP4 is induced in UMR-106 cells by a PTHrP(1-34) treatment able to decrease the 
amount of PHEX mRNA. 
 
E4BP4 overexpression decreases PHEX mRNA level 
To determine whether E4BP4 has a direct role in regulating PHEX expression, we 
generated, by infection, stably overexpressing E4BP4 UMR-106 cells. Overexpression 
of E4BP4 was monitored by immunoblotting of nuclear extracts from the infected UMR-
106 cells. The amount of E4BP4 was increased in E4BP4 infected cells when compared 
with endogenous E4BP4 in control stable cells (Fig. 2A). We next determined by qPCR 
the level of PHEX mRNA in the control and in the E4BP4-expressing stable cells. 
Overexpression of E4BP4 decreased PHEX mRNA by 90% (Fig. 2B, white column 
E4BP4 vs white column vector) which is slightly more than the 70% repression 
observed for treatment of control cells by PTHrP(1-34) (Fig. 2B, white column vector vs 
black column vector). Moreover, when UMR-106 cells overexpressing E4BP4 were 
treated with PTHrP(1-34), the levels of PHEX mRNA did not dropped further 
suggesting that both E4BP4 overexpression and PTHrP(1-34) treatment act in the same 
pathway to repress PHEX expression (Fig. 2B, white column E4BP4 vs black column 
E4BP4). 
It was previously showed that 10-8 M TPA treatment for 24 hours increases PHEX 
mRNA levels in UMR-106 cells (Vargas et al., 2003). This PHEX gene activation by 
TPA can be compromised by a PTHrP(1-34) treatment (Fig. 2C and Vargas et al., 2003). 
To assess if E4BP4 itself can compromise PHEX activation, we next treated the control 
infected UMR-106 cells or cells overexpressing E4BP4 with TPA and analyzed PHEX 
mRNA levels by qPCR. The amount of PHEX mRNA was increased 5 fold following 
TPA treatment of control cells (Fig. 2B, gray column vector vs white column vector). 
However, when cells overexpressing E4BP4 were exposed to TPA, no increase of PHEX 
mRNA was observed (Fig. 2B, gray column E4BP4 vs white column E4BP4). Taken 







E4BP4 expression is essential for PHEX repression by PTHrP(1-34) 
To confirm the role of E4BP4 in PHEX repression following PTHrP(1-34) treatment we 
performed E4BP4 knock down using two different siRNAs (named siE4BP4-237 and 
siE4BP4-239). To validate these siRNAs we first transfected UMR-106 cells, treated 
these cells 4 hours with 10-7 M PTHrP(1-34) and monitored E4BP4 protein levels by 
immunobloting of nuclear extracts. Both siRNA targeting E4BP4 mRNA blunted protein 
increases following PTHrP(1-34) treatment when compared with UMR-106 cells 
transfected with a control siRNA (siCTRL) (Fig. 3A). Similar results were obtained by 
monitoring E4bp4 mRNA levels by qPCR (Fig. 3B). To evaluate the impact of E4BP4 
knock down on Phex repression by PTHrP(1-34), we next performed qPCR analysis of 
mRNA extracts from siRNAs transfected UMR-106 cells treated with 10-7 M PTHrP(1-
34) during 24 hours. The results show that E4BP4 knock down using either siE4BP4 
increases the basal PHEX mRNA expression by up to 4 fold when compared to the 
siCTRL transfected cells (Fig. 3C, white columns). Finally, E4BP4 knock down was 
sufficient to blunt PTHrP(1-34)-mediated PHEX gene repression (Fig. 3C, black 
columns). A small PHEX repression was seen following PTHrP(1-34) treatment when 
using siE4BP4-237 transfected cells, but this repression is not statistically significant. 
These results confirmed that PHTrP(1-34)-mediated PHEX repression needs E4BP4 
protein to be achieved.  
 
E4BP4 interacts with both response elements present in PHEX gene promoter 
To investigate whether E4BP4 binds to PHEX promoter, double stranded biotinylated 
oligonucleotides corresponding to the sequences of response elements 1 (EBPRE1) and 
2 (EBPRE2) (sequences are provided in Materials and Methods) were incubated with 
nuclear extracts from UMR-106 cells overexpressing E4BP4 (Fig. 4A). Analysis by 
immunoblotting with E4BP4-specific antibodies of the proteins associated with the 
EBPREs shows that both elements can bind E4BP4. In addition, mutation of the second 
element (EBPRE2m) (sequence presented in Material and Methods) reduced the binding 
of E4BP4 (Fig. 4A). As negative control, the DNA pull-down was performed with a 




To determine whether the interaction between E4BP4 and the EBPREs is specific, we 
performed the DNA pull-down in competition with a non-biotinylated double-stranded 
oligonucleotides. The results show a progressive decrease of E4BP4/EBPREs interaction 
when we added non-biotinylated oligonucleotides (Fig. 4B). These results show that 
E4BP4 can specifically interact with both response elements for E4BP4 present in 
PHEX promoter.  
 
E4BP4 use both EBPRE on PITX1 promoter to repress its expression 
To investigate whether interactions between E4BP4 and both response elements are 
essential for PHEX gene repression, we next evaluated the potential of E4BP4 to repress 
a luciferase reporter gene driven by a PHEX gene promoter containing intact or mutated 
EBPREs. First, we expressed different constructs in which the luciferase gene is under 
the control of the -1050/+110 bp, -500/+110 bp or -352/+110 bp region of the PHEX 
promoter in UMR-106 cells. The results show up to 30% repression of the luciferase 
reporter activity when cells were treated with PTHrP(1-34) (Fig. 5A, compare white and 
black columns). Repression was also achieved by overexpressing E4BP4. Data show 
that E4BP4 can repress promoter activity by more than 35%, concordant with results 
presented in figure 2 showing that E4BP4 overexpression is more efficient than 
PTHrP(1-34) treatment to repress PHEX expression (Fig. 5A, compare white and grey 
columns). Interestingly, the ability of PTHrP(1-34) and E4BP4 to repress -352/+110 
PHEX promoter fragment, a construct lacking the first EBPRE, is comparable to the 
larger promoter fragments, suggesting that presence of only one EBPRE is sufficient to 
support PTHrP-mediated PHEX expression.  
To validate this hypothesis, we next mutated both EBPRE in the -1050/+110 promoter 
construct and monitored the ability of PTHrP(1-34) to repress mutated PHEX promoter. 
Results show that PTHrP-mediated PHEX repression was abolished when both EBPRE 
were mutated (Fig. 5B). Interestingly, EBPREs mutations do not change basal promoter 
activity, suggesting that these elements were only used by transcriptional repressors and 
not by transcriptional activators. Taken together, these results and DNA pull-down 






PTHrP(1-34) increases phosphorylation of E4BP4 in UMR-106 cells 
Previous studies have shown that serine residue phosphorylation affects E4BP4 activity 
and stability (Chen et al., 1995; Doi et al., 2004). To determine whether E4BP4 is 
phosphorylated in UMR-106 cells and whether PTHrP(1-34) treatment influences 
E4BP4 phosphorylation state, nuclear extracts from cells stimulated or not with 
PTHrP(1-34) were treated with calf intestine alkaline phosphatase (CIAP) and analyzed 
by immunoblotting using anti-E4BP4 antibody (Fig. 6A). In both cases, treatment with 
CIAP decreased the apparent molecular weight (MW) of E4BP4, suggesting that the 
protein is phosphorylated in UMR-106 cells. Heat inactivation of CIAP before 
incubation abrogated this MW shift. Examination of the immunoblot from cells treated 
or not with PTHrP(1-34) reveals the presence of at least two forms of E4BP4 with MW 
larger than CIAP-treated E4BP4 (Fig. 6A, compare lanes 1 and 2 or lanes 4 and 5), 
suggesting that in UMR-106 cells most E4BP4 is phosphorylated. Interestingly, the 
proportion of the most phosphorylated form appears to be greater in the PTHrP(1-34)-
treated extract than in the extract from untreated cells (compare lanes 1 and 4, Fig. 6A). 
To confirm these observations, UMR-106 overexpressing E4BP4 were treated with 
vehicle or PTHrP(1-34) and nuclear extracts were prepared. In these conditions, 
immunoblotting of nuclear extracts showed no significant effect of PTHrP(1-34) 
treatment on the amounts of E4BP4 protein detected due to overexpression of the protein 
from the viral vector (Fig. 6B). However, when nuclear extracts were first 
immunoprecipitated with an anti-phosphoserine antibody and then the 
immunoprecipitated proteins analyzed by SDS-PAGE and immunoblotting with an anti-
E4BP4 antibody, we observed an increased phosphorylation state of E4BP4 protein (Fig. 
6B). This result confirms that PTHrP(1-34) does not only activate E4BP4 transcription 





The defective mineralization of bones and teeth observed in XLH patients and Hyp 
animals clearly indicates that PHEX is an important regulator of the mineralization 
process. Therefore, the way PHEX expression is controlled should profoundly influence 
bone mineralization. In support of this hypothesis, it has been shown that vitamin D3, 
glucocorticoids, IGF and GH, factors known to regulate bone mineralization, also 
regulate PHEX expression (Ecarot and Desbarats, 1999; Hines et al., 2002; Hines et al., 
2004; Zoidis et al., 2000). In previous studies (Alos and Ecarot, 2005; Vargas et al., 
2003), us and others have demonstrated that PHEX expression is down-regulated in 
presence of PTHrP(1-34) or PTH(1-34), two peptides affecting bone metabolism by 
directly modulating osteoblast activity (Inoue and Matsumoto, 2000; Karaplis, 2001). 
This repression of PHEX was mediated by increased cAMP levels and activation of 
protein kinase A (PKA). To gain more insight into PTHrP(1-34) regulation of PHEX 
expression, we examined the possibility that the repressor E4BP4 could be involved in 
this process. The increased expression of E4BP4 in osteoblasts upon activation of the 
cAMP-PKA pathway and the presence of two E4BP4-binding elements in human PHEX 
proximal promoter constitute the rational for this hypothesis (Ozkurt et al., 2004; Ozkurt 
and Tetradis, 2003). Our data suggest that, indeed, E4BP4 represses PHEX expression. 
In support of this conclusion, we have observed an inverse correlation between 
expression of E4bp4 and Phex mRNA abundance in UMR-106 osteoblastic cells treated 
with PTHrP(1-34). We have shown that both mRNA and protein levels of E4bp4 were 
rapidly increased in UMR-106 cells after treatment with a concentration of PTHrP(1-34) 
that also down-regulated Phex expression. Phex mRNA levels started decreasing shortly 
after E4BP4 protein reached its peak. The rapid increase in E4bp4 mRNA levels 
observed upon treatment of UMR-106 cells with PTHrP(1-34) is consistent with 
previous reports showing increased E4BP4 mRNA levels in calvaria of mice injected 
with PTH (Ozkurt et al., 2004), and in primary mouse osteoblasts or MC3T3 osteoblastic 
cells treated with PTH (Ozkurt and Tetradis, 2003). In further support of our conclusion, 




abrogated by transfecting the cells with two different siRNA that strongly decrease 
E4BP4 protein levels. 
Consistent with a role of E4BP4 in the regulation of PHEX expression, we have shown 
that overexpression of E4BP4 decreases expression of Phex in UMR-106 cells. 
Moreover, we observe that PHEX repression could be further stimulated by treatment of 
the cells with PTHrP(1-34). This observation may argue against a role of E4BP4 in 
PHEX down-regulation by PTHrP(1-34). However, immunoblotting of cell extracts with 
E4BP4 antibodies showed an increase in the phosphorylation state of E4BP4 upon 
treatment of the UMR-106 cells with PTHrP(1-34). Conflicting data are reported 
concerning the control of E4BP4 repression activity by phosphorylation. In chick pineal 
gland and LMH cells, phosphorylation of E4BP4 serine residue 182 (S182) correlates 
with increased proteasome degradation and decreased transcriptional repression activity 
(Doi et al., 2004). In contrast, in vitro experiments using mammalian systems indicated 
that phosphorylation of the protein results in greater DNA binding affinity (Chen et al., 
1995), and that binding of E4BP4 to the elements closely paralleled its inhibition activity 
(Ozkurt and Tetradis, 2003). Since we have observed that treatment of UMR-106 cells 
with PTHrP(1-34) increases the phosphorylation state of E4BP4, it is conceivable that 
the low repression levels of Phex expression in UMR-106 cells overexpressing E4BP4 is 
due to the low phosphorylation state of the repressor. Treatment of the cells with 
PTHrP(1-34) would reduce PHEX expression by stimulating both E4BP4 gene 
expression and protein phosphorylation. This model support results observed in figure 
2B where stronger PHEX gene repression was reached when cells overexpressing 
E4BP4 were treated with PTHrP(1-34) 
Inhibition of TPA-induced up-regulation of Phex expression by overexpression of E4bp4 
is also consistent with a model in which this repressor mediates PTHrP(1-34) effects. 
Ligand binding to the PTH/PTHrP receptor 1 is known to activate both the cAMP-PKA 
and PKC pathways (Blind et al., 1993; Fujimori et al., 1992; Gagnon et al., 1993; 
Jouishomme et al., 1992). In the case of the Phex, we have shown previously (Vargas et 
al., 2003) that activation of the PKC pathway with TPA in UMR-106 cells up-regulates 
Phex expression. However, this response to TPA could be blunted, in a dose-dependent 




Our present observation that overexpression of E4BP4 also significantly decreases TPA-
mediated up-regulation of PHEX expression strongly suggests that E4BP4 is a mediator 
of PTHrP(1-34) effects. 
Our results indicate that binding of E4BP4 to PHEX gene promoter is essential for its 
repression activity. In DNA pull-down assays, the repressor bound both EBPRE 
elements identified in PHEX proximal promoter, although it appeared to bind with more 
affinity to the EBPRE2 element located in the first exon of the PHEX gene. Deletion of 
the EBPRE1, by using -352/+110 PHEX promoter fragment construct, does not 
significantly affect the ability of PTHrP(1-34) to mediate PHEX repression. However, 
mutation of both EBPRE, that reduced E4BP4 binding in DNA pull-down assays, 
significantly reduced the repression activity mediated by PTHrP(1-34) in the luciferase 
gene reporter experiments. Together, these results suggest that E4BP4, essentially by 
using the second EBPRE, is an important mediator of PTHrP activity in osteoblastic 
cells. 
The molecular mechanism by which E4BP4 represses PHEX gene expression is still not 
fully elucidated. E4BP4 is a b-ZIP nuclear factor (Cowell and Hurst, 1994; Cowell et al., 
1992). These factors that also include the AP-1, CREB/ATF, C/EBP and PAR 
transcription factors, have been shown to bind to closely related 10 nucleotide DNA 
sequences composed of two half-sites (Cowell and Hurst, 1994). Binding to DNA 
requires homodimerization or, in some cases, heterodimerization of these factors. The 
first EBPRE in PHEX promoter (5’-T-T-T-A-T-G-T-A-A-A-3’) closely resembles the 
consensus sequence for E4BP4 binding (5’-G/A-T-G/T-A-C/T-G-T-A-A-T/C-3’) 
diverging only in the first and last nucleotide. However, in the second EBPRE (5’-A-T-
C-A-T-G-T-A-A-T-3’, on the complementary strand in figure 1A), the 3’ half-site is also 
an imperfect CREB/ATF and C/EBP half-site (5’-G-T-C-A-T-3’ and 5’-G-C-A-A-T-3’, 
respectively). E4BP4 and CREB have been shown to heterodimerize (Acharya et al., 
2006). It is possible that CREB cooperates with E4BP4 to down-regulate PHEX 
expression. In chondrocytes, PTHrP has been shown to down-regulate Runx2, through a 
mechanism that involves transactivation of CREB by PKA (Li et al., 2004). Runx2 is a 
transcription activator also present in osteoblasts and important for the expression of 




human genetic disorder affecting the skeleton (Mundlos et al., 1997). The observation 
that Runx2 is down-regulated by PTHrP (Li et al., 2004; van der Horst et al., 2005) is 
important since a Runx2 binding site is present in the PHEX gene promoter (Fig. 1B) 
and since Runx2 has been shown to mediate glucocorticoid-induced PHEX expression 
(Hines et al., 2002). One can speculate that PTHrP(1-34) represses PHEX gene 
expression by two mechanisms: 1) by inducing the expression of E4BP4 that acts as a 
repressor on the PHEX gene, and 2) by repressing expression of Runx2, an essential 
factor for osteoblastic gene expression (van der Horst et al., 2005). This could explain 
the lack of Phex expression recovery after E4bp4 protein levels have returned to base 
line levels in UMR-106 cells treated with 10-7M PTHrP(1-34) (Fig. 2). Clearly, more 
studies are needed to fully understand PHEX gene regulation. 
In conclusion, our data show that E4BP4 represses PHEX gene expression by and binds 
to two elements in PHEX promoter. It also suggests that phosphorylation of the repressor 
is important to obtain maximum repression activity. 
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3.1.8 FIGURE LEGENDS 
Figure 1. PTHrP(1-34) causes an up-regulation of E4BP4 and a down-regulation of 
PHEX mRNA in UMR-106 cells. (A) Sequence of human PHEX promoter between -
500/+110 bp. Response elements were predicted by MatInspector software from Genomatix 
software suite. Asterisk indicates that the concensus sequence is present on the 
complementary strand and +1 indicates the predicted transcriptional initiation start site. (B) 
qPCR on PHEX, E4BP4 and NEP mRNA extracted from UMR-106 cells treated with 
vehicle or PTHrP(1-34) 10-7M for different times (1, 2, 4, 6, 16 and 24 hours). Data are 
presented as the percent of target mRNA levels compared to time 0. These experiments 
were performed three times. Error bars indicate standard deviation and asterisks a 
significant change of target mRNA level (paired t test: * p<0.05, ** p<0.02).  (C) 
Immunoblot of E4BP4 and Lamin A/C (used as loading control) proteins in nuclear extracts 
prepared from UMR-106 cells treated with PTHrP(1-34) 10-7M during different times. 
Graph shows bands quantification. Data are presented as the percent of E4BP4 signal, 
normalized using Lamin A/C signal, when compare to time 0. This experiment is 
representative of a triplicate.  
 
Figure 2. Overexpression of E4BP4 in UMR-106 cells represses PHEX gene. (A) 
Immunoblot of E4BP4 and Lamin A/C (used as loading control) proteins in nuclear extracts 
prepared from control UMR-106 cells (vector) or UMR-106 cells stably overexpressing 
E4BP4. (B) qPCR on Phex mRNA performed in control UMR-106 cells (vector) and cells 
overexpressing E4BP4 treated 24 hours with vehicle, PTHrP(1-34) (10-7M) or TPA (10-
8M). Data show the means and standard deviations of three independent experiments. (C) 
qPCR performed on Phex mRNA extracted from UMR-106 cells treated 24 hours with 
vehicle or PTHrP(1-34) (10-7M) and TPA (10-8M) alone or together. Data show the means 
and standard deviation of three independent experiments. For B, asterisks indicate a 




conditions (paired t test: * p<0.05, ** p<0.005). For C, asterisks indicate a significant 
change between two experimental conditions (paired t test: * p<0.05, ** p<0.005) 
 
Figure 3. E4bp4 knock down abrogate PTHrP(1-34)-mediated Phex repression. (A-C) 
UMR-106 cells transfected with control siRNA (siCTRL) or two different siRNAs 
targeting E4bp4 mRNA (siE4BP4-237 and 239). For A, immunoblot of E4BP4 and Lamin 
A/C (used as loading control) proteins in nuclear extracts prepared from siRNA transfected 
UMR-106 treated 4 hours with 10-7M PTHrP(1-34). For B, qPCR of E4bp4 mRNA perform 
in siRNAs transfected UMR-106 cells treated 2 hours with 10-7M PTHrP(1-34). Data show 
the means and standard deviations of three independent experiments. Asterisks represent a 
significant decrease between siCTRL and siE4BP4s trasnfected cells (paired t test: * 
p<0.001). For C, qPCR on PHEX mRNA performed in siRNAs transfected UMR-106 cells 
treated 24 hours with 10-7M PTHrP(1-34) (dark) or vehicle (white). Data show the means 
and standard deviations of three independent experiments. Asterisks represent a significant 
change between vehicle treated UMR-106 transfected with siCTRL and other experimental 
conditions (paired t test: * p<0.005). 
 
Figure 4. E4BP4 interacts with both E4BP4 response elements (EBPRE) on PHEX 
promoter. (A and B) Immunoblot of E4BP4 on DNA pull-down experiments performed 
with nuclear extracts from UMR-106 cells treated 4 hours with 10-7M PTHrP(1-34). 
Biotinylated double stranded probes representing different wildtype or mutated EBPRE of 
PHEX promoter were used. A non-specific 30 bp biotinylated double stranded probe 
(nsProbe) was used as negative control. For B, DNA pull-down experiments were 
performed with increasing amounts of competing non-biotinylated anti-sense 
oligonucleotides specific for each response element.  
 
Figure 5. EBPREs integrity is necessary for E4BP4-mediated PHEX repression. (A 
and B) Luciferase assays in UMR-106 cell transiently transfected with different PHEX 




(white) or co-transfected with plasmid expressing E4BP4 (grey). Data show the means and 
standard deviations of three independent experiments. Asterisks represent a significant 
decrease of luciferase activity compared to control transfected cells (paired t test: * p<0.05; 
** p<0.01 and ***p<0.005). 
 
Figure 6. E4BP4 is phosphorylated in osteoblasts. (A) Immunoblot of E4BP4 protein on 
total nuclear protein extracts from UMR-106 cells treated 4 hours with PTHrP(1-34). 
Extracts were incubated with or without CIAP or with heat-inactivated CIAP (iCIAP). (B) 
Immunoblot (IB) of E4BP4 and Lamin A/C (used as loading control) proteins on cell 
extracts or on anti-phosphoserine immunoprecipitation (IP) products obtained from UMR-




3.1.9 FIGURES AND TABLE 
 
Figure 3.1 PTHrP(1-34) causes an up-regulation of E4BP4 and a down-















Figure 3.4 E4BP4 interacts with both E4BP4 response elements 

















Table 3.1 qPCR assay primers 
 
Gene name Primer direction Primer sequence 
Forward 5'- CTCTCTTCCAGCCTTCCTTCCTGG -3' Actb Reverse 5'- CTAGGAGCCAGGGCAGTAATCTCC -3' 
Forward 5'- CCCTCGATCTCTGAGTTACGGTGC -3' Phex Reverse 5'- CTTCAGAGTCCACAGACCACCACG -3' 
Forward 5'- GTGTCTGAGGTGTCCTCTGTGGAG -3' E4bp4 Reverse 5'- CTGGTAGATGGAGGCGGAATAGGC -3' 





4 Chapitre 4 
 




4.1 Présentation de la discussion 
Le développement normal des os et leur homéostasie sont de complexes processus 
qui requièrent la participation, parfaitement orchestrée, de trois types cellulaires: les 
chondrocytes, les ostéoblastes et les ostéoclastes. Ainsi, autant lors du développement 
embryonnaire qu'à l'âge adulte, la prolifération, la différenciation et l'activité de ces cellules 
nécessitent une régulation fine dans l'espace et dans le temps. Notre compréhension des 
mécanismes impliqués dans la régulation de ces différentes étapes a grandement progressée 
durant les dernières années. Ces nouvelles connaissances nous permettent maintenant de 
poser des diagnostiques de manière plus précoce lorsque nous sommes devant certaines 
pathologies osseuses. De plus, elles offrent de nouvelles possibilités de traitement. Malgré 
tout, il reste beaucoup à faire afin de bien comprendre toutes les subtilités de la biologie de 
l'os.  
L'objectif général de cette thèse est de caractériser de nouveaux mécanismes 
transcriptionnels impliqués dans le développement et l'homéostasie des os. Plus 
spécifiquement, elle s'intéresse à la régulation de deux gènes, la peptidase PHEX et le 
facteur de transcription PITX1, respectivement impliqués dans l'activité des ostéoblastes et 
dans le développement des structures cartilagineuses et osseuses. Ainsi, à titre de 
perspective, les résultats présentés dans cette thèse permettent d'imaginer de nouvelles 
façons de traiter des pathologies comme l'ostéoporose, les hypophosphatémies et 
l'ostéoarthrite.  
Cette discussion est essentiellement divisée en deux sections. La première partie 
discute des perspectives soulevées par la nouvelle implication de la protéine Prohibitin 
(PHB1) dans la répression transcriptionnelle du facteur de transcription PITX1 et dans le 
développement de l'OA. Cette découverte rallie un grand nombre d'études portant sur les 
anomalies mitochondriales, le stress oxidatif et la prolifération cellulaire dans le 
développement de cette pathologie. La seconde partie porte sur la nouvelle fonction du 
facteur de transcription E4BP4 en tant que répresseur du gène PHEX dans les ostéoblastes. 




minéralisation des os. Aussi, cette section discute du rôle potentiel que ce mécanisme 
pourrait exercer dans le contrôle des niveaux de phosphate sanguin. Suite à ces deux 
sections, on retrouve une conclusion générale dans laquelle sont mentionnées quelques 
idées permettant d'unifier les concepts décrits dans les deux études de cette thèse.  
4.2 Mécanismes de répression de PITX1 par la PHB1 dans 
les chondrocytes articulaires de patients OA 
4.2.1 Identification de la PHB1 
Une étude antérieure à celle présentée dans le premier article de cette thèse a montré une 
perte d'expression du facteur de transcription PITX1 dans les chondrocytes articulaires de 
patients OA [287]. Puisque, chez les sujets sains, les niveaux d'expression de ce gène sont 
maintenus élevés, le projet présenté dans le premier article de cette thèse a pour objectif de 
caractériser les mécanismes transcriptionels impliqués dans le maintien de son expression 
chez les sujets sains et de sa répression chez les patients OA. Dans le but d'identifier de 
potentielles mutations dans des éléments de réponses du promoteur de PITX1 et de 
caractériser les mécanismes conduisant à la répression de PITX1 dans les chondrocytes de 
patients OA, nous avons eu recours, comme première stratégie, au séquençage des 10000 
premiers nucléotides du promoteur de PITX1 humain. Ainsi, l'analyse du promoteur de 
PITX1 d'une petite cohorte de patients OA a révélé la présence d'un SNP, absent chez les 
sujets sains, dans un éléments de réponse pour les facteurs de transcription E2Fs constitué 
des nucléotides -3753/-3748 pb par rapport au site d'initiation de la transcription. Toutefois, 
une seconde analyse, utilisant une plus large cohorte de sujets sains et de patients OA n'a 
pas permis de confirmer ce premier résultat. Malgré tout, des expériences de capture par 
l'ADN (DNA pull-down), dans lesquelles une sonde d'ADN correspondant à cet élément de 
réponse muté a été utilisée, combinées à la spectrométrie de masse en tandem ont été 
réalisées afin d'identifier des protéines interagissant avec cet élément de réponse. Ces 




réponse. Finalement, des analyses par immunoprécipitation de la chromatine (ChIP) ont 
permis de valider que PHB1 est fortement recruté au promoteur de PITX1 dans les 
chondrocytes de patients OA. L'ensemble de ces résultats, présentés dans le premier article 
de cette thèse, montre que PHB1 agit comme un répresseur transcriptionel de PITX1, 
qu'elle s'accumule dans le noyau des chondrocytes OA et que sa suppression, par siRNA, 
dans les chondrocytes OA, permet de restaurer l'expression de PITX1. 
4.2.1.1 Description de PHB1 
PHB1 est une protéine hautement conservée, exprimée chez la plupart des cellules 
eucaryotes. Trois domaines importants caractérisent cette protéine: un domaine SPFH 
(Stomatin/Prohibitin/Flotillin/HflK, composé des acides aminés 26 à 187) responsable de 
l'attachement aux lipides membranaires, un domaine "coiled-coil" (composé des acides 
aminés 185 à 214) responsable d'interaction protéine/protéine et un domaine présentant un 
signal d'export nucléaire riche en leucine (NES; nuclear export signal; composé des acides 
aminés 243 à 272) responsable de l'exportation nucléaire active de PHB1 [310, 311]. Chacun 
de ces domaines confère à PHB1 un caractère multifonctionnel. À l'instar de ces fonctions, 
le patron d'expression cellulaire est lui aussi très large. Ainsi, on retrouve PHB1 dans divers 
compartiment cellulaires tels la membrane cytoplasmique, la mitochondrie et le noyau [312].  
La fonction la plus importante de PHB1, parce que nécessaire à la survie cellulaire, 
est celle qu'elle exerce dans les mitochondries. À l'intérieur de cet organelle, on la retrouve, 
à la membrane interne, en complexe avec la protéine Prohibitin 2 (PHB2), une protéine 
hautement semblable à PHB1. Dans cet organelle, plusieurs rôles lui sont attribuables dont 
la stabilisation de la membrane mitochondriale, la stabilisation de l'ADN mitochondriale, la 
formation et le maintien des "cristae", le maintien du réseau mitochondrial et la protection 
contre les dommages causés par le stress oxidatif qui sera abordé en détail plus loin dans 
cette discussion [312-319]. En ce qui a trait à son association avec la membrane 
cytoplasmique, PHB1 agit comme modulateur dans certaines voies de signalisation. Par 




la cascade RAF/MEK/ERK par la protéine RAS [320]. Aussi, PHB1 s'associe au récepteur de 
l'insuline, association qui favorise l'activation de la voie PI3K/AKT [321, 322]. Enfin, la 
troisième fonction de PHB1 est sa capacité à agir comme régulateur transcriptionnel. Ainsi, 
par son association avec divers facteurs de transcription et autres facteurs nucléaires tels 
ERα, RNF2, p53, pRB et E2F1, PHB1 est en mesure d'agir comme co-activateur ou co-
répresseur transcriptionnel [311, 323-327]. Sa fonction de co-répresseur étant la mieux 
caractérisée, il est maintenant connu que PHB1 aide au recrutement de protéines associées à 
la répression transcriptionnelle et au remodelage de la chromatine telles que HDAC1, 
NCOR1 et BRG1/BRM [324, 326, 328, 329]. La capacité de PHB1 d'agir comme un co-activateur 
transcriptionnel, lorsque couplée à p53, et comme un co-répresseur transcriptionnel, lorsque 
couplée à E2F1, permet maintenant de la considérer comme un gène suppresseur de tumeur 
[330-333]. Cette dernière caractéristique de PHB1 sera discutée en détail plus loin puisque les 
résultats présentés dans ce premier article s'apparentent à ceux provenant d'autres études 
traitant de la sénescence chondrocytaire dans la pathogenèse de l'OA. 
4.2.2 Les mécanismes moléculaires de répression transcriptionnelle 
de PITX1 par la PHB1 
Les expériences de gène rapporteur utilisant différents fragments du promoteur de 
PITX1 suggèrent l'implication de deux mécanismes d'action par lesquels PHB1 répresse 
l'expression de PITX1. Le premier mécanisme, essentiel à la forte répression de PITX1 par 
PHB1, est dépendant de la région distale -3895/-3034 pb du promoteur de PITX1, tandis 
que le second, responsable d'une légère répression, dépend de la région proximale -374/-84 
pb du promoteur.  
En ce qui concerne les mécanismes de répression qui dépendent de la région 
promotrice -3895/-3034 pb, les résultats des expériences ChIP dirigées contre PHB1 
indiquent que cette protéine est recrutée à la région -3746/-3643 pb du promoteur de 
PITX1. Combinés aux expériences de gène rapporteur, qui montrent un effet maximal sur la 




résultats suggèrent que la présence physique de PHB1 à cet endroit du promoteur est 
essentielle pour induire une forte répression de PITX1. Toutefois, contrairement aux 
données présentées dans diverses études, à savoir que le recrutement de PHB1 au 
promoteur d'un gène cible activé par E2F1 se fait via son interaction avec cet activateur 
transcriptionnel, il semble que nos résultats indiquent un mécanisme d'action différent [311, 
323, 334]. En effet, les expériences de gène rapporteur indiquent que seule la région proximale 
-214\+61 pb peut être stimulée par E2F1 et que la partie distale -3895/-3034 pb du 
promoteur de PITX1 ne participe pas à cette activation. Ce résultat suggère donc qu'E2F1 
ne lie pas cette région promotrice distale. Puisque PHB1 ne peut, par lui-même, interagir 
directement avec l'ADN, l'implication d'un partenaire inconnu demeure une hypothèse 
plausible. Enfin, une fois recruté au promoteur de PITX1, PHB1, aidé de ce partenaire 
inconnu, recrutrera des cofacteurs, tels BRG1/BRM, RNF2, HP1γ, NCoR et HDAC1 
(Figure 2.7). Ainsi formé, ce complexe répresseur aura pour effet de réprimer l'expression 
de PITX1. 
4.2.2.1 Recrutement de PHB1 au promoteur de PITX1 
La sonde utilisée dans l'expérience de capture par l'ADN qui a mené à 
l'identification de PHB1 nous permet d'émettre quelques hypothèses quant à la nature de la 
protéine pouvant servir d'intermédiaire entre PHB1 et le promoteur de PITX1. Comme il a 
été mentionné plus tôt, la sonde utilisée présente un élément de réponse aux facteurs de 
transcription E2Fs et, donc, une séquence nucléotidique riche en G/C.  
Tel que mentionné plus tôt, les expériences de gène rapporteur réalisées dans le 
premier article suggèrent qu'E2F1, et probablement E2F3, n'utilise que la région proximale 
du promoteur de PITX1 afin de le réguler. De plus, aucune interaction entre l'élément de 
réponse de type E2F -3753/-3748 pb et d'autres facteurs E2Fs (E2F4, E2F5 et E2F6) n'a pu 
être détectée par des expériences de retard sur gel (EMSA). Il est toutefois important de 
préciser que dans ces expériences d'EMSA, aucun contrôle positif n'a été effectué. Ainsi, il 




permettre le recrutement de PHB1 au promoteur de PITX1. À ce jour, il n'a pas été encore 
démontré que PHB1 peut interagir avec un autre membre de la famille des facteurs E2Fs. 
Néanmoins, il est vraisemblable qu'une telle interaction puisse avoir lieu puisque la nature 
du domaine de dimérisation avec PHB1, la marked box, constitué des acides aminés 284 à 
357, est bien conservée chez certains autres membres de la famille E2F, tel E2F4, E2F5 et 
E2F6 [323, 335]. Ainsi, pour considérer cette hypothèse, il serait d'abord nécessaire de vérifier 
si une telle interaction entre PHB1 et les membres E2F4, E2F5 ou E2F6 est possible. De 
plus, il serait important de valider les résultats obtenus par EMSA avec une autre technique 
comme le ChIP.  
Les E2Fs ne sont pas les seuls facteurs de transcription à pouvoir interagir avec ce 
type d'élément de réponse. Par exemple, on retrouve un groupe de protéines nommées 
KLF/SP, présentant des doigts de zinc de type C2H2, constituées des protéines membre de 
la famille des Krüppel-like factors (KLF) et de la famille des facteurs de transcription SP 
(Specificity protein) [336-338]. Ainsi, ces protéines, grâce à leurs doigts de zinc, interagissent 
directement avec des éléments de réponses riche en G/C [336-338]. Bref, les possibilités 
demeurent multiples en ce qui a trait à la protéine agissant comme un pont entre le 
promoteur de PITX1 et PHB1. La répétition des expériences de capture par l'ADN 
combinée à la caractérisation des protéines interagissant avec cette région promotrice par 
spectrométrie de masse permettrait de découvrir ce partenaire de PHB1.   
Nos résultats indiquent que les niveaux d’E2F1 recruté à la région proximale du 
promoteur de PITX1 ne varient pas entre les patients OA et les sujets contrôles (Figure 
2.3E). Cette absence de changement soulève une question : est-ce que la présence d’E2F1 à 
la région proximale du promoteur de PITX1 aide à sa répression par PHB1? Il est 
vraisemblable de penser que oui. Ainsi, E2F1, par sa capacité d'intéreagir avec PHB1, 
pourrait permettre le rapprochement du complexe répresseur au site d'initiation de la 
transcription (Figure 2.7). Afin d'évaluer cette possibilité, il serait intéressant, par une 
approche de gène rapporteur, de supprimer les éléments de réponse pour E2F1 du 




expérience pourrait toutefois présenter un problème, c’est-à-dire qu’elle pourrai engendrer 
une perte d'activité basale du promoteur de PITX1. Cependant, ce problème pourrait être 
corrigé par l'introduction d'un promoteur fort, de type SV40 (Virus Simien 40), en aval de 
celui de PITX1.  
La découverte du partenaire qui permet le recrutement de PHB1 au promoteur de 
PITX1 est très importante pour comprendre et contrer les conséquences qui découlent de 
cette accumulation nucléaire. Dans l'étude présentée au Chapitre 2, nous avons démontré, 
par une expérience de siRNA dirigé contre PHB1, que la diminution de l'expression de 
cette protéine a un effet positif sur l'expression de PITX1 dans les chondrocytes OA (Figure 
2.6E). Cette approche, bien qu’efficace in vitro, peu s'avérer difficilement applicable in 
vivo. De plus, elle risquerait d'induire des conséquences néfastes dans un organisme étant 
donné le rôle central joué par PHB1 dans le maintien de l'intégrité des mitochondries [312-
319]. Ainsi, la découverte du partenaire de PHB1 permettrait d'avoir une cible dont 
l'inhibition aurait peut-être un plus faible impact sur les fonctions vitales de la cellule.  
Enfin, une autre observation intéressante, lorsque l'on considère le complexe formé 
par PHB1 et son potentiel partenaire, est la spécificité que ce complexe semble offrir quant 
au choix du gène cible. En effet, dans les expériences de siRNA dirigé contre PHB1, on 
observe que la diminution d'expression de PHB1 permet l'augmentation de deux cibles des 
E2Fs, soit la Cyclin A2 (CCNA2) et la Cyclin E1 (CCNE1), mais pas celle des deux autres, 
Breast Cancer 1 (BRCA1) et Damage-specific DNA Binding Protein 2 (DDB2) (Figure 
2.6E). Ainsi, ces résultats suggèrent que PHB1 ne participe pas à la répression de toutes les 
cibles des E2Fs qui sont réprimées dans les chondrocytes de patients OA.   
4.2.2.2 Effet dépendant de la région proximale du promoteur de PITX1 pour sa 
répression par PHB1 
Tel que mentionné plus tôt, les expériences de gène rapporteur suggèrent qu'une part 




du promoteur. Cette découverte n'est pas étonnante puisque E2F1 utilise directement cette 
même région pour activer l'expression de PITX1 et que plusieurs études ont montré que 
PHB1 agit de diverse manière pour inhiber ce facteur de transcription [311, 323, 327, 334]. Ainsi, 
cet effet de PHB1 pourrait être dépendant de la protéine pRB, un suppresseur de tumeur 
capable d'inhiber E2F1 en le séquestrant, puisque PHB1 est capable d'interagir et d'activer 
directement toutes les isoformes de pRB [324, 339]. Toutefois, encore ici, des expériences 
complémentaires seraient nécessaires pour valider un tel modèle. Ainsi, il serait pertinent 
de répéter ces études de gène rapporteur dans une lignée cellulaire où pRB est absente, telle 
les SAOS-2. Dans un tel type cellulaire, la répression de PITX1 par PHB1 devrait être 
atténuée car elle ne dépendrait que du mécanisme dépendant du recrutement de PHB1 à la 
région promotrice -3746/-3643 pb. Supportant cette hypothèse, il a été démontré que 
l'expression de PITX1 est plus grande dans les lignées cellulaires dans lesquelles pRB est 
inactif [340]. 
4.2.3 Le contrôle potentiel de l'acivité de PHB1 par les oestrogènes 
Au cours des dernières années, quelques groupes se sont intéressés aux mécanismes 
contrôlant l'activité transcriptionnelle de PHB1. Leurs recherches les ont conduit à 
s'intéresser à l'impact que pourraient avoir les œstrogènes sur PHB1. Ceux-ci s'avère être un 
choix intéressant puisqu'il est bien connu que PHB2 agit comme un inhibiteur des 
récepteurs aux œstrogènes [315, 341]. Plus précisément, en présence d'œstrogènes, PHB2 
interagit avec ERα et est importée au noyau. Ainsi, les résultats de deux études suggèrent 
que la fonction transcriptionnelle de PHB1 pourrait être inhibée par les œstrogènes. En 
effet, l'exposition de cellules à la tamoxifène, un inhibiteur des récepteurs aux oestrogènes, 
permet l'activation d'une cible transcriptionnelle de p53, le gène HIC-1, par le recrutement 
de PHB1 à ses promoteurs [342]. Aussi, la co-surexpression de PHB2 et de PHB1 inhibe la 
capacité qu'à cette dernière d'agir comme un répresseur transcriptionnel d'un promoteur 
induit par E2F1 [343]. Ensemble, ces résultats suggèrent que les œstrogènes, via une 




transcriptionnel de PHB1. Un tel mécanisme d'action s'avère intéressant en ce qui concerne 
l'OA. En effet, il a été démontré que le risque de développer des lésions articulaires est plus 
grand chez les hommes que chez les femmes avant l'âge de 50 ans [344, 345]. Toutefois, cette 
situation est inversée chez les femmes ménopausées, état physiologique associée à une 
diminution des niveaux d'oestrogènes, où le risque de développer l'OA est plus grand chez 
les femmes que chez les hommes [344, 345]. Ce renversement de situation suggère donc que 
les oestrogènes protègent le cartilage articulaire. Ainsi, l'un de ces mécanismes de 
protection pourrait être l'inhibition de l'activité répressive de PHB1 et, donc, le maintien de 
l'expression de PITX1. Afin de vérifier cette hypothèse, il serait intéressant d'évaluer 
l'expression de Pitx1 chez les souris ayant subi une ovariectomie et développant des lésions 
articulaires typiques de l'OA [346].  
Le lien entre les oestrogènes et la fonction de régulateur transcriptionnel de PHB1 
amène à se questionner quant à l'approche expérimentale choisie. En effet, dans l'étude 
présentée au Chapitre 2, nous avons utilisé des chimères des protéines E2F1, E2F2 et E2F3 
afin d'étudier l'effet de ce facteur de transcription sur l'expression de PITX1. Plus 
précisément, ces chimères consistent en la fusion du facteur de transcription E2Fs et d'une 
sous-unité du récepteur aux oestrogènes. Cette fusion permet la migration nucléaire et 
l'activation de la protéine E2F chimérique lorsque les cellules sont exposées à la tamoxifène 
(Figure 2.2A-D). Ainsi, il est pertinent de se demander si cette exposition à la tamoxifène 
induit à elle seule un changement dans l'expression de PITX1. La réponse à cette question 
est non, puisque, par une approche de gène rapporteur, une expérience contrôle a été 
réalisée. Ainsi, nous avons exposé des cellules à la tamoxifène sans qu'aucune protéine 
EF2s chimériques ne soit surexprimée. Par cette expérience nous n’avons observé aucun 




4.2.4 L'accumulation nucléaire de la PHB1 dans les chondrocytes 
des patients OA 
La répression de PITX1, dans les chondrocytes OA, par PHB1, ne semble pas 
impliquer un changement de son expression et, ce, autant au niveau du messager ou de la 
protéine (Figure 2.4F et G). Pour cette raison, la localisation cellulaire de PHB1 a été 
évaluée. Les résultats montrent qu'une accumulation nucléaire, spécifique aux chondrocytes 
de patients OA, semble être la cause de la répression de PITX1 chez cette cohorte (Figure 
2.4, Figure Supplémentaire 2.3 et Tableau Supplémentaire 2.1). Bien que les techniques 
utilisées dans cette étude ne permettent pas de quantifier avec exactitude cette 
accumulation, les évaluations semi-quantitatives des différents résultats, dont ceux 
d'immunofluorescence, suggèrent une accumulation de l'ordre de trois à cinq fois plus pour 
la plupart des chondrocytes de patients OA (Figure 2.4E). Il est toutefois important de 
mentionner que le niveau d'accumulation nucléaire de PHB1 mesuré peut être variable d'un 
patient à l’autre. Dans certain cas, il s'avère même difficile de mesurer une différence entre 
les chondrocytes contrôles et ceux provenant de patients OA (voire exemple du patients 
OA282 dans la Figure Supplémentaire 2.3). Ainsi, bien que ce problème n'est peut-être que 
l'illustration de l'hétérogénéité de la maladie, il s'avère nécessaire de développer une 
méthode plus rigoureuse afin de quantifier les niveaux de PHB1 dans les chondrocytes de 
patients OA. Une amélioration de l'évaluation de l'accumulation nucléaire de PHB1 
pourrait être utilisée pour un diagnostic précoce et permettrait une meilleure classification 
des patients OA.  
4.2.4.1 Les conséquences hypothétiques de la déplétion cytoplasmique de PHB1 
Dans les chondrocytes de patients OA, nous observons une forte accumulation 
nucléaire de PHB1 lorsque comparée aux chondrotyes de sujets sains (Figure 2.4 et Figure 
Supplémentaire 2.3). Cette accumulation nucléaire n'est pas associée à un changement de 
l'expression totale de PHB1 (Figure 2.4F et G). Ce résultat suggère donc qu'il y ait une 




contribuer au dysfonctionnement des chondrocytes dans la pathogenèse de l'OA. Par 
exemple, il se pourrait que la déplétion de PHB1 nuise au bon fonctionnement de certaines 
voies de signalisation. En effet, tel que mentionné auparavant, PHB1 participe à l'activation 
de voies de signalisation, notamment celle induite par IGF1 [321, 322]. IGF1 est un facteur de 
croissance important dans la chondrogenèse. En effet, il a été démontré que l'activation de 
cette voie de signalisation entraîne une augmentation de la prolifération/différenciation des 
chondrocytes, de la synthèse de protéoglycans par ces chondrocytes et de la réparation du 
cartilage articulaire endommagé [347-351]. De plus, des études ont montré que la signalisation 
induite par IGF-1 est compromise dans les chondrocytes OA [352-354]. Ainsi, il est possible 
de croire qu'une accumulation nucléaire de PHB1, sans changement au niveau de son 
expression, conduise à un dysfonctionnement de la voie de signalisation IGF1. Aussi, il 
serait intéressant d'évaluer l'effet engendré d'une surexpression de PHB1 dans les 
chondrocytes OA sur cette voie de signalisation. 
4.2.4.2 Les mécanismes régulant l'importation et l'exportation nucléaire de 
PHB1  
Peu de données sont disponibles concernant les mécanismes d'entrée et de sortie de 
PHB1 au noyau, rendant difficile l'explication de cette accumulation nucléaire de PHB1 
dans les chondrocytes de patients OA. Ainsi, le seul mécanisme caractérisé à ce jour 
concerne l'exportation nucléaire de PHB1. Ce mécanisme implique le recrutement de PHB1 
par la protéine XPO1 (Exportin 1, aussi nommé CRM1), via son NES riche en leucine [355-
360]. C'est ce mécanisme qui est mis en cause lors de l'induction de l'exportation nucléaire de 
PHB1 par un stress génotoxique provoqué par une exposition à la camptothecin [360]. 
Toutefois, il est important de spécifier que ce mécanisme ne semble être actif que dans les 
cellules transformées [360]. Inversement, les seuls moyens connus d'induire une 
accumulation de PHB1 dans le noyau cellulaire est d'inhiber la fonction de XPO1 par la 
leptomycin B ou d'induire un léger stress cellulaire tel un choc thermique [359-361]. Enfin, 
l'étude présentée dans cette thèse montre pour la première fois une association entre la 




Les informations sur la translocation de PHB1 entre le noyau et le cytoplasme 
conduisent à poser certaines questions. Cette accumulation de PHB1 dans les chondrocytes 
OA est-elle la conséquence d'une activation de son importation, d'une inhibition de son 
exportation ou d'une combinaison de ces deux mécanismes? Selon les données disponibles, 
quant aux mécanismes contrôlant le trafic des protéines entre le cytoplasme et le noyau, il 
est possible de formuler quelques hypothèses (Figure 4.1). 
4.2.4.3 Les mécanismes hypothétiques qui permettent d'expliquer 
l'accumulation nucléaire de PHB1 dans les chondrocytes de patients OA 
Une analyse in silico de la protéine PHB1 n'a pas permis l'identification d'un signal 
de localisation nucléaire (NLS), ce qui suggère que son importation au noyau ne dépend 
pas de mécanismes d'importation actifs. De plus, puisque la masse de PHB1 est faible, 
c'est-à-dire autour de 30 kDa, elle serait capable de diffuser passivement du cytoplasme 
vers le noyau, car ce phénomène est possible chez les protéines dont la taille est inférieure à 
environ 50 kDa [362, 363]. Toutefois, cette capacité d'entrée passive de PHB1 n'exclue pas 
totalement une possible importation active via son interaction avec un autre partenaire 
possédant un NLS. Afin de s'assurer qu'un tel mécanisme est en cause ou non dans les 
chondrocytes de patients OA, il suffirait de bloquer l'importation nucléaire des protéines 
par un agent comme la lectine, présente dans le germe de blé, et d'évaluer la localisation de 
PHB1 dans ces cellules [364]. 
Comme mentionné auparavant, une autre possibilité pouvant mener à l'accumulation 
anormale de PHB1 dans les chondrocytes de patients OA est l'inhibition de son exportation 
vers le cytoplasme (Figure 4.1). Cette hypothèse est davantage favorisée puisque, tel que 
mentionné plus tôt, PHB1 affiche un NES fonctionnel utilisé par XPO1 lors de l'activation 
de son exportation par un stress génotoxique [360]. Cette caractéristique de PHB1 suggère 
donc que les mécanismes actifs d'exportation nucléaire sont nécessaires ou, du moins, 




Deux types de mécanismes sont possibles pour la régulation de la translocation de 
protéines présentant un NES riche en leucine vers le noyau. Le premier mécanisme est la 
régulation de l'activité de l'exportine XPO1. La fonction de cette protéine est dépendante de 
l'activité de la protéine RAN (Ras-related nuclear protein), une petite protéine GTPase [357]. 
Cette protéine, aussi essentielle dans l'importation nucléaire des protéines présentant un 
NLS, voit elle aussi son activité régulée [365, 366]. Ainsi, la GEF (Guanine exchange factor) 
RCC1 (Regulator of chromosome condensation 1) favorise son activation en favorisant 
l'échange du GDP pour le GTP [367]. Aussi, une troisième protéine, la RANBP3, s'avère elle 
aussi nécessaire à la fonction de XPO1 en agissant à deux niveaux: (1) en  rapprochant 
RCC1 et RAN, permettant l'activation de cette dernière ainsi (2) qu'en facilitant 
l'interaction entre XPO1 et la portion NES de la protéine à exporter [356, 357, 368-370]. 
Globalement, ces deux effets favorisent la formation du complexe permettant l'exportation 
de la protéine présentant un NES. Ainsi, afin d'évaluer si un problème avec le système 
d'exportation est en cause dans les chondrocytes de la population de patients OA utilisée 
dans cette étude, il serait pertinent d'y évaluer l'expression et l'intégrité de XPO1 et de 
RANPB3. La diminution de l'expression ou une mutation inactivant l'un de ces deux gènes 
pourrait expliquer l'accumulation nucléaire de PHB1 (Figure 4.1). Peu de choses sont 
connues de RANBP3. Toutefois, pour ce qui est de XPO1, il a maintes fois été observé une 
hausse de son expression dans certains cancers, suggérant que son expression peut varier 
dans certaines pathologies [371-373].  
La seconde étape cruciale pour la régulation de l'exportation des protéines du noyau 
se situe au niveau même de la protéine présentant un NES. Ainsi, il a été démontré que 
certaines modifications post-traductionnelles, telles la phosphorylation [374-379], 
l'ubiquitination [380, 381] ou la sumoylation [381-383], peuvent favoriser ou inhiber la 
translocation vers le cytoplasme de protéines présentant un NES. Contrairement au 
mécanisme décrit dans le paragraphe précédent, celui-ci n'affecte qu'une protéine cible et 
non pas l'ensemble de la machinerie d'exportation nucléaire. L'hypothèse qu'un tel 




phosphorylation dans le domaine NES de PHB1, telles la Thr 258, la Tyr 249, la Ser 252, la 
Ser 254 et la Ser 256 (Figure 4.1) [384-387]. Parmi ces sites, seule la Thr 258 possède un 
substrat connu, la kinase AKT (V-AKT Murine Thymoma viral oncogene homolog 1) [386] 
tandis que les autres ont tous été identifiés par spectrométrie de masse suite à un criblage 
recherchant des protéines phosphorylées et n'ont donc pas encore été validés [384, 385, 387]. La 
présence de ces résidus pouvant être phosphorylés dans le NES suggère que des 
mécanismes impliquant différentes kinases et/ou phosphatases pourraient contrôler 
l'exportation nucléaire de PHB1. Ainsi, la découverte d'une forme de PHB1 phosphorylée 
accrue dans le noyau des chondrocytes de patients OA serait un indicateur qu'un tel 






Figure 4.1 Schéma résumant les mécanismes hypothétiques 
contrôlant l'exportation nucléaire de PHB1.  
Quatres mécanismes hypothétiques contrôlant l'exportation nucléaire de PHB1 
peuvent être soulevés. (1) La diminution de l'expression ou une mutation 
inactivatrice de l'exportine XPO1 ou de l'un de ses partenaires tels que 
RANBP3 conduirait à l'accumulation nucléaire de PHB1. (2-3) La présence de 
modifications post-traductionnelles de PHB1 telle la sumoylation (2) ou une 
phosphorylation (3), notamment au niveau de son NES,  pourraient masquer le 
signal d'export de PHB1, interférer avec sa reconnaissance par XPO1 et inhiber 
son exportation nucléaire. (4) L'interaction entre PHB1 et une protéine SUMO 
pourrait créer un complexe protéiques ne pouvant pas être reconnu par la 
machinerie d'exportation et conduirait à l'accumulation nucléaire de PHB1. K, 





Aussi tel qu'il a été mentionné précédemment, la sumoylation (un processus 
impliquant la conjugaison, de manière covalente, d'une protéine SUMO sur un résidu lysine 
d'une protéine cible) d'une protéine présentant un NES et/ou son interaction avec une 
protéine SUMO peut engendrer son accumulation dans le noyau [382, 383]. La sumoylation de 
PHB1 n'a encore jamais été réellement étudiée. Les seules données disponibles sur ce sujet 
se résument en l'identification de PHB1, par deux études indépendantes, comme étant une 
protéine associée à SUMO1, 2 et 4 [388, 389]. Toutefois, il est important de mentionner que 
ces études concluent en une association entre une protéine SUMO et PHB1, ce qui indique 
une interaction SUMO/PHB1 ou la conjugaison de la protéine SUMO directement sur 
PHB1. Ainsi, la recherche d'une forme sumoylée de PHB1, spécifique aux chondrocytes 
dérivés de sujets sains ou de patients OA, indiquerait qu'un tel mécanisme pourrait être en 
cause dans l'accumulation nucléaire de PHB1. L'idée que la sumoylation, ou qu'une 
interaction avec une protéine SUMO, favorise l'accumulation de PHB1 au noyau et, donc, 
sa fonction de répresseur, est également supportée par l'importance de cette modification 
post-traductionnelle sur la répression transcriptionnelle de gènes (Figure 4.1) [390, 391]. 
Il a été mentionné, au début de la section 4.2.4 que notre approche expérimentale ne 
permet pas une quantification précise de l'accumulation nucléaire de PHB1. Toutefois, une 
évaluation semi-quantitative permet de voir que cette accumulation varie d'un patient à 
l’autre. En effet, que ce soit par l'évaluation des immunobuvardages (Figure 2.4C), des 
immunofluorescences (Figure 2.4D et Figure supplémentaire 2.3) ou des ChIPs dirigées 
contre PHB1 (Figure 2.6A), on observe toujours une certaine variabilité entre les patients 
OA. Ainsi, les mécanismes contrôlant l'importation et l'exportation de PHB1 au noyau ont 
tous le potentiel d’engendrer une variation du degré d'accumulation nucléaire de PHB1 
chez les patients OA. Aussi, une variation génétique entre les niveaux d'activité d'un 
mécanisme ou d'un autre pourrait conduire à cette variation observée dans notre cohorte. 




un certain degré d'accumulation nucléaire tandis que cette accumulation est absente chez 
tous les sujets sains.   
À la lumière de ces résultats, il est impossible de dire si cette accumulation 
nucléaire de PHB1 est spécifique aux chondrocytes articulaires ou si elle peut également 
survenir dans d'autres types cellulaires chez les patients souffrant d'OA. Toutefois, si cette 
accumulation nucléaire est de nature génétique, c'est-à-dire qu'elle n'est pas un événement 
secondaire induit suite à un stress cellulaire, par exemple, il est plausible de penser que 
PHB1 pourrait également être détectée dans le noyau de d'autres types cellulaires. Parmi 
ces autres cellules, il serait intéressant d'évaluer la présence nucléaire de PHB1 dans les 
ostéoblastes. En effet, outre la dégradation du cartilage articulaire, on observe, dans les cas 
d'OA, une sclérose de l'os sous-chondral. Du point de vue cellulaire, cette sclérose est 
accompagnée par un changement métabolique des ostéoblastes situés dans cette structure 
[392-394]. Ainsi, puisque PITX1 participe à la minéralisation du tissu osseux, la répression de 
son expression par l'accumulation nucléaire de PHB1 pourrait expliquer, du moins en 
partie, le changement métabolique des ostéoblastes de patients OA. Afin de considérer cette 
hypothèse, une évaluation de la présence nucléaire de PHB1 et de l'expression de PITX1 
serait nécessaire dans ces cellules.  
Enfin, le développement d'un modèle murin dans lequel l'expression d'une forme de 
PHB1 s'accumulant au noyau (PHB1-NLS) des chondrocyte articulaires fournirait un bon 
moyen de valider l'importance de cette protéine dans le développement de l'OA. Un tel 
modèle pourrait combiner différentes approches dont l'accumulation nucléaire de PHB1 
versus une déficience en œstrogène (via une ovariectomie) ou versus le vieillissement, dont 




4.2.5 L'activation de l'expression de PITX1 par les facteurs de 
transcription E2Fs 
Outre la découverte d'un mécanisme de répression de PITX1 par PHB1, les résultats 
présentés dans cette thèse permettent aussi de confirmer les résultats obtenus par deux 
groupes indépendant ayant découvert, par des expériences de micropuces d'ADN, une 
activation de l'expression de PITX1 par E2F1 [290, 395]. De plus, les expériences de 
knockdown de Transcription Factor E2F Dimerization Partner 1 (TFDP1), un partenaire 
nécessaire pour l'activité des facteurs de transcription E2Fs, par ARN d'interférence 
(siRNA), suggèrent que cette activation de PITX1 par E2F1 est essentielle à son expression 
basale (Figure 2.3B et D). Aussi, en plus d’E2F1, nous observons que d'autres membres de 
cette famille agissant comme activateurs transcriptionnels sont capables de stimuler 
l'expression de PITX1. En effet, par les expériences de gène rapporteur, nous avons 
découvert qu’E2F2 et E2F3 entraînent l'augmentation de l'expression de PITX1 (Figure 
2.2C). Ce résultat n'est pas surprenant, puisque les facteurs de transcription E2Fs possèdent 
une activité redondante [198, 396]. Toutefois, à l'exception de E2F3 et la sonde -180 bp, les 
expériences de capture par l'ADN n'ont pas permis d'observer une forte liaison entre ces 
facteurs de transcription (E2F2 et E2F3) et le promoteur de PITX1 (Figure 2.2F). Ce 
résultat peu s'expliquer par les hauts niveaux d'expression d’E2F1 et les faibles niveaux 
d'expression d’E2F2 et E2F3 dans les chondrocytes C28/I2. Cette découverte montrant une 
stimulation de l'activité transcriptionnelle de PITX1 par les E2Fs est intéressante puisqu'elle 
permet d'expliquer le défaut de croissance des os longs des souris E2f1-/-E2f3a-/- [198]. En 
effet, ces animaux présentent une plaque de croissance dysplasique caractérisée par une 
augmentation du nombre de chondrocytes hypertrophiques et la diminution de la quantité 
de chondrocytes prolifératifs [198]. Il est également intéressant de constater que lors de la 
naissance, ces animaux ne présentent pas de phénotype apparent. Ainsi, il semble que les 
E2Fs ne soient pas requis pour le développement des structures cartilagineuses durant 
l'embryogenèse. Cette observation suggère que le contrôle transcriptionnel de PITX1 par 




sont moins sévères chez les souris E2f1-/-E2f3a-/- que chez les souris Pitx1-/- [198, 283]. Enfin, 
il serait intéressant d'évaluer l'expression de Pitx1 dans les chondrocytes des animaux E2f1-
/-E2f3a-/- durant l'embryogenèse.   
4.2.6 La sénescence cellulaire et la pathogenèse de l'ostéoarthrite 
4.2.6.1 Caractéristiques de la sénescence cellulaire 
Comme il a été mentionné plus tôt dans cette discussion, PHB1 est considéré 
comme un gène suppresseur de tumeur [330-333]. Par conséquent, sa surexpression, dans des 
cellules normales comme dans des cellules transformées, induit un arrêt de prolifération 
cellulaire permanent en G1, ce qui correspond à la sénescence cellulaire [334]. Outre cet arrêt 
de prolifération permanent, la sénescence cellulaire est aussi associée à une augmentation 
de l'activité de la β-galactosidase lysosomale (SA-β-gal pour Senescence-Associated β-
Galactosidase), l'accumulation d'hétérochromatine (SAHF pour senescence-associated 
heterochromatic foci), l'accumulation de corps Promyelocytic Leukemia (PML) dans le 
noyau et à la sécrétion anormalement élevée d'enzymes catalytiques ainsi que de cytokines 
pro-inflammatoires [397, 398]. De plus, il est important de mentionner que la sénescence, chez 
l'humain, requiert l'intégrité de deux voies de signalisation: l'une menant à l'activation de 
p53 et l'autre, à l'activation de pRB et, donc, à l'inhibition des facteurs E2F1, E2F2 et E2F3 
[397, 398]. Deux conditions particulières sont connues pour déclencher un état de sénescence 
chez une cellule: un trop grand nombre de cycles de divisions cellulaires (sénescence 
réplicative) et un stress externe [397, 398]. Dans le cas de la sénescence réplicative, elle est 
induite une fois que les cellules ont atteint un certain nombre de divisions cellulaires, 
nommé la limite de Hayflick [399]. L'atteinte de cette limite est associée à un 
raccourcissement des télomères et, par conséquent, au dysfonctionnement de ceux-ci [397, 
398]. Pour ce qui est de la sénescence associée à un stress, ce sont souvent des stress 
conduisant à l'apparition de dommages à l'ADN qui sont mis en cause comme, par exemple, 




4.2.6.2 La sénescence cellulaire dans le cartilage articulaire de patients OA 
Dans le cartilage articulaire vieillissant, plusieurs groupes ont observé que les 
chondrocytes s'y trouvant affichaient des caractéristiques associées aux cellules 
sénescentes. Parmi ces caractéristiques, on note le raccourcissement des télomères des 
chondrocytes, la diminution de leur réponse aux facteurs de croissance, une production 
anormalement élevée de MMPs et l'augmentation de la SA-β-gal [400-404]. De plus, il a 
également été observé que les chondrocytes présents dans la partie lésée du cartilage 
articulaire OA présentent davantage certaines de ces caractéristiques comparativement aux 
chondrocytes d'une région non endommagée [405]. Malgré le grand nombre d'études s'étant 
intéressées à la sénescence des chondrocytes articulaires dans le cartilage de patients OA, 
les mécanismes menant à cet état demeurent largement inconnus. Une des hypothèses 
permettant d'expliquer l'augmentation du nombre de chondrocytes sénescents dans le 
cartilage âgé et dans celui de patients OA est le stress oxydatif [404, 406-408]. Cette hypothèse 
est basée sur les découvertes montrant une augmentation du stress oxydatif dans le cartilage 
articulaire de sujets âgés et une corrélation entre la présence du stress oxydatif chez les 
chondrocytes articulaires et leur état de sénescence [406, 408].   
4.2.6.3 PHB1 et la sénescence cellulaire dans les chondrocytes articulaires de 
patients OA 
La présence anormalement élevée de PHB1 dans le noyau des chondrocytes OA présentée 
dans cette thèse permet d'établir un parallèle intéressant avec l'implication potentielle du 
stress oxydatif dans le développement de l'OA. Tout d'abord, il a été montré que PHB1 
protège les cellules contre certains effets néfastes induits par le stress oxydatif [316, 409, 410]. 
Ainsi, son absence conduit à une détérioration cellulaire et tissulaire due, notamment, à une 
élévation des dommages causés par le stress oxydatif [410]. De plus, il a été montré, dans les 
cardiomyocytes et les cellules de l'épithélium de l'intestin, qu'un accroissement de 
l'expression de PHB1 dans les mitochondries est nécessaire pour contrer les effets néfastes 




mitochondrie est nécessaire pour protéger la cellule des dommages causés par un stress 
oxydatif. Tel que mentionné auparavant, dans les chondrocytes de patients OA, on observe 
une augmentation de la présence de PHB1 dans le noyau sans changement des niveaux 
totaux de cette protéine. Ce résultat porte à croire qu'il y a une déplétion de PHB1 au 
niveau des mitochondries des chondrocytes de patients OA, les rendant ainsi plus 
susceptibles au stress oxydatif. Ainsi, les résultats présentés dans ce premier article 
suggèrent que PHB1 peut promouvoir la sénescence cellulaire de deux manières chez les 
chondrocytes OA: en offrant une protection moindre contre le stress oxydatif et en inhibant 
la fonction de E2F1. Afin de valider l'hypothèse voulant que PHB1 soit déplété des 
mitochondries, il serait nécessaire d'évaluer, par fractionnement cellulaire et 
immunobuvardage de type western contre PHB1, les niveaux de PHB1 dans les 
mitochondries de chondrocytes de patients OA. Également, l'évaluation de l'état des 
chondrocytes OA avant et après déplétion, par siRNA dirigé contre PHB1, serait nécessaire 
afin d'établir un rôle pour PHB1 dans la mise en place d'un phénotype de sénescence. Pour 
ce faire, il serait pertinent de mesurer l'expression de marqueurs de sénescence dont p16, 
p21, différentes cytokines et protéases ou les niveaux de phosphorylation de certaines 
protéines dont l'histone H2AX et la protéine pRB.  
Enfin, il est important de rester prudent quant à la possibilité de concevoir un 
traitement pharmacologique ayant PHB1 comme cible. En effet, puisque son rôle 
mitochondrial est essentiel à la survie cellulaire, il s'avèrerait plus avisé de promouvoir sa 
translocation du noyau vers les mitochondries et non pas simplement d'inhiber ses fonctions 
générales. Ainsi, une telle stratégie corrigerait la répression anormale de PITX1 et 
permettrait une protection accrue des chondrocytes contre le stress oxydatif.  
4.2.7 D'autres mécanismes hypothétiques contrôlant l'expression de 
PITX1 dans les chondrocytes  
Dans ce premier manucrit, nous suggérons un modèle dans lequel une accumulation 




PITX1, conduit à la répression de ce gène dans les chondrocytes de patients OA (Figure 
2.7). Toutefois, bien que notre approche expérimentale ne nous permette pas de quantifier 
de manière précise l'importance de l'accumulation nucléaire de PHB1, il semble que la 
corrélation entre cette donnée et l'amplitude de la répression de PITX1 ne soit pas toujours 
parfaite. Aussi, d'autres facteurs de transcripion pourraient intervenir dans la régulation 
transcriptionnelle de PITX1. Quelques autres éléments de réponse ayant tous le potentiel de 
recruter des activateurs ou des répresseurs sont présentés à la figure 2.1C. Ainsi, cette 
section portera sur deux mécanismes potentiels pouvant intervenir dans la régulation 
transcriptionnelle de PITX1. De plus, il est important de préciser que ces éléments de 
réponses pourraient également servir à la stimulation de l'expression de PITX1 dans d'autres 
types cellulaires tels les ostéoblastes.  
4.2.7.1 La régulation de la transcription de PITX1 par les HIFs 
Des données récentes, obtenues dans le laboratoire du Dr. Alain Moreau, indiquent 
que les facteurs de transcription HIF1α et HIF2α répriment la transcription de PITX1 dans 
les ostéoblastes. Les HIFs sont une famille de facteurs de transcription activés lorsque les 
cellules se trouvent en condition d'hypoxie [411, 412]. Cette répression de PITX1 implique le 
recrutement des HIFs à un élément de réponse nommé HRE (Élément de Réponse induit 
par une Hypoxie, Hypoxia Response Element) situé à environ -1000 pb et présentant la 
séquence 5'-TACGTGCA-3'. Cette capacité des HIFs à réprimer l'expression de PITX1 est 
intéressante puisque cette famille de facteurs de transcription joue un rôle important dans 
l'homéostasie du cartilage articulaire. En effet, puisque le cartilage articulaire est non-
vascularisé, les facteurs de transcription HIFs et leurs cibles transcriptionnelles sont 
essentielles à la survie des chondrocytes et participent à la synthèse de la MEC et stimulent 
l'expression de SOX9 [413-415]. Ainsi, le fait que les HIFs sont capables de réprimer 
l'expression de PITX1 pourrait expliquer les variations d'expression que nous percevons 




Généralement, les HIFs sont considérés comme des activateurs de la transcription. 
Toutefois, de nouvelles données laissent croire qu'ils pourraient également agir comme 
répresseurs transcriptionnels dans certains contextes. En effet, bien que ce concept soit 
contesté, il semble que, suite à une sumoylation, l'activité et la stabilité de HIF1α et HIF2α 
soient réduites [416-418]. Ainsi, une augmentation globale de la sumoylation dans les 
chondrocytes OA pourraient conduire à une répression de PITX1 par les HIFs. Cette idée 
qu'une augmentation de la sumoylation soit en jeu rejoint celle décrite plus tôt pour 
expliquer l'augmentation de l'accumulation nucléaire de PHB1 dans les chondrocytes OA. 
Enfin, il serait intéressant d'évaluer la capacité des HIFs de réprimer l'expression de PITX1 
dans les chondrocytes OA. Ceci pourrait être fait grâce à une analyse par ChIP afin de 
mesurer la présence du HRE présent dans le promoteur de PITX1.  
4.2.7.2 La régulation transcriptionnelle de PITX1 par SP1/EGR1 
L'évaluation de la séquence nucléotidique de la région proximale du promoteur de 
PITX1 révèle une large région riche en GC (Figure 2.1C et 2.2E). Une analyse in silico de 
cette région a permis de déterminer des éléments de réponse potentiels pour les facteurs de 
transcription SP1 et EGR1. Il est intéressant de constater que ce chevauchement d'éléments 
de réponse SP1/EGR1 est également retrouvé dans le promoteur de COL2A1 [305]. Ainsi, 
dans les chondrocytes, SP1 et EGR1 sont respectivement impliqués dans l'activation et la 
répression de l'expression de COL2A1. Plus précisément, il semble que SP1 permet une 
expression basale de COL2A1 et qu'en présence de cytokines pro-inflammatoires, telle 
l'interleukine-1bêta (IL-1β), EGR1 est recruté à son élément de réponse, entraînant le 
déplacement de SP1 et la diminution de l'expression de COL2A1 [305]. Puisque le promoteur 
de PITX1 présente le même type d'éléments de réponse et que son patron d'expression 
s'apparente, du moins en partie, à celui de COL2A1, il ne serait pas surprenant qu'une 
régulation par SP1/EGR1 soit possible. Aussi, il serait intéressant de vérifier, à l'aide d'une 
expérience de gène rapporteur, si SP1 et EGR1 peuvent respectivement stimuler et réprimer 




4.2.8 Conclusion sur la répression de PITX1 par PHB1 dans les 
chondrocytes articulaires de patients OA 
Les résultats présentés dans le premier article de cette thèse permettent d'établir 
deux nouveux mécanismes de régulation transcriptionnelle de PITX1 dans les chondrocytes 
articulaires. Ainsi, il semble que, dans un contexte normal, l'expression basale de PITX1 est 
assurée par le recrutement de facteurs de transcription E2Fs à son promoteur. Ce 
mécanisme concorde avec les résultats de deux autres études ayant découvert, à l'aide de 
micropuces à ADN, que ces facteurs de transcription sont capables de stimuler l'expression 
de PITX1 [290, 395].  Le second mécanisme caractérisé dans cette étude montre que dans un 
contexte d'OA, PHB1 est recrutée au promoteur de PITX1 et réprime son expression. Dans 
ce cas, le mécanisme par lequel PHB1 réprime l'expression de PITX1 ne semble pas être 
typique à ceux décrits auparavant puisque PHB1 ne semble pas utiliser le facteur de 
transcription E2F1 pour interagir avec le promoteur de PITX1.  
Les résultats de cette étude montrent également que la protéine PHB1 s'accumule de 
manière anormale dans les noyaux des chondrocytes de patients OA. Aussi, PHB1 est 
responsable de la répression transcriptionnelle de PITX1, puisque la déplétion de ce gène, 
dans les chondrocytes de patients OA, conduit à une augmentation de l'expression de 
PITX1. De plus, outre l'effet sur l'expression de PITX1, PHB1 semble également participer 
à la répression transcriptionnelle d'autres cibles des E2Fs telles CCNA2 et CCNE1, deux 
gènes impliqués dans la prolifération cellulaire. Ainsi, l'ensemble de ces résultats suggèrent 
que l'accumulation nucléaire de PHB1, dans les chondrocytes de patients OA, favorise un 
arrêt de leur prolifération, ou leur sénescence. Cette idée rejoint celles émisent dans un bon 
nombre d'études qui rendent compte de la présence de chondrocytes sénescents et propose 
une nouvelle explication moléculaire sur les mécanismes menant à cet état. 
Enfin, le développement d'une thérapie pharmacologique permettant de stimuler 
l'exportation nucléaire de PHB1 serait intéressante. Une telle thérapie permettrait de lever 




protection cellulaire contre le stress oxydatif par l'augmentation de la présence de PHB1 
aux mitochondries. Globalement, ces effets favoriseraient la prolifération des chondrocytes 
et la réparation du cartilage articulaire.  
Pour finir, parmi toutes les expériences suggérées dans cette section, deux s'avèrent 
prioritaires. Premièrement, il est essentiel de découvrir le partenaire de PHB1 qui lui 
permet d'être recruté au promoteur de gènes cibles. Une telle découverte permettrait de  
mieux comprendre les conséquences de la répression par PHB1 dans les chondrocytes de 
patients OA. Deuxièmement, il est essentiel de comprendre le mécanisme par lequel PHB1 
s'accumule au noyau des chondrocytes de patients OA. La découverte de ce mécanisme 
offrirait une cible pour un éventuel traitement pharmacologique ayant pour but de contrer 
les conséquences de l'accumulation nucléaire de PHB1.   
4.3 Mécanisme de répression de PHEX par E4BP4 
4.3.1 Le facteur de transcription E4BP4 
E4BP4 (aussi nommé NFIL3) est un répresseur trasncriptionnel à domaine bZIP 
appartenant à la sous-famille des protéines CREB [419]. Tout d'abord étudié parce que 
capable d'intéragir avec un élément de réponse ATF dans le promoteur de l'adénovirus E4, 
ce répresseur transcriptionel est maintenant connu comme étant un important facteur dans 
l'établissement et le maintien du rythme circadien, dont l'intérêt sera abordé plus loin [419-
423]. Afin de réprimer l'expression de ses gènes cibles, E4BP4, comme tous les autres bZIPs, 
doit directement interagir avec un élément de réponse présent dans le promoteur de ceux-ci 
[46, 47]. Dans le cas d'E4BP4, la séquence consensus qu'il reconnaît est 5'-
(G/A)T(G/T)A(C/T)GTAA(T/C)-3', avec une forte préférence pour la séquence 5'-
TTATGTAA-3' [419]. Deux éléments de réponses situés dans la région proximale du 
promoteur humain de PHEX présentent une séquence s'apparentant à ce consensus. Ces 
éléments, nommées EBPRE1 (constitué des nucléotides -383/-374, par rapport au site 




(constitué des nucléotides +73/+82, par rapport au site d'initiation de la transcription, et 
présentant la séquence 5'-ATCATGTAAT-3' sur le brin complémentaire) sont tous deux 
capables de recruter E4BP4 et sont nécessaire pour la répression de PHEX par la PTHrP(1-
34). Aussi, il est intéressant de constater que la supression de l'expression de E4BP4, par 
l'utilisation d'un siRNA, conduit à l'augmentation de l'expression basale de PHEX (Figure 
3.3C). Ce résultat suggère qu'E4BP4 ne participe pas seulement à la répression de PHEX 
suite à une stimulation par la PTHrP(1-34), mais qu'il participe également au maintien de 
l'expression de PHEX à de bas niveaux en absence de stimulation. 
4.3.2 Le mécanisme moléculaire de répression de PHEX par E4BP4 
4.3.2.1 Mécanisme connu impliquant DR1/DRAP1 
À ce jour, les mécanismes par lesquels E4BP4 répresse la transcription ont peu été 
étudiés. Ce que nous savons de ces mécanismes se résume à sa capacité d'interagir 
directement avec la protéine DR1 (Downregulator of Transcription 1) via un domaine 
composé des acides aminés 299 à 363 situé dans la région C-terminale d'E4BP4 [424]. DR1, 
en association avec son co-répresseur DRAP1, interagit avec la TBP et empêche ainsi la 
formation du complexe de pré-initiation de la transcription [424-428]. Les résultats présentés 
dans cette thèse ne permettent pas de dire que ce mécanisme est nécessaire pour la 
répression de PHEX puisque nous n'avons jamais vérifié si DR1 et DRAP1 sont présents au 
promoteur suite à un traitement à la PTHrP(1-34). Une analyse par ChIP dirigée contre les 
protéines DR1 ou DRAP1 permettrait d'en apprendre plus sur le mécanisme moléculaire 
utilisé par E4BP4 pour réprimer la transcription de PHEX.  
4.3.2.1.1 Un mécanisme spécifique aux ostéoblastes matures ?  
Il est intéressant de mentionner que ce mécanisme transcriptionnel (E4BP4/DR1) 
semble plus actif, du moins dans le cerveau, dans les populations cellulaires ayant atteints 




thèse concerne PHEX, un gène exprimé seulement dans les ostéoblastes matures et, donc, 
pleinement différenciés, il est possible de croire que ce soit également vrai pour le tissu 
osseux [256, 258]. Aussi, afin de supporter cette hypothèse, il est pertinent de mentionner que 
l'expression de PTH1R augmente, in vitro, avec l'avancement de l'état de différenciation 
des ostéoblastes [429, 430]. Dans le même ordre d'idée, il a été observé que l'exposition 
d'ostéoblastes à la PTHrP(1-34) induit la production de plus grandes quantités d'AMPc dans 
les cellules ayant atteint un état avancé de différenciation par rapport à des ostéoblastes 
situés au début du processus de différenciation [431]. Encore ici, cette idée qu'E4BP4 
participe à un mécanisme spécifique aux ostéoblastes matures ne demeure qu'une hypothèse 
et nécessite d'être vérifiée. Des résultats préliminaires, non présentés dans cette thèse, n'ont 
pas permis d'observer un changement d'expression d'E4BP4 au cours de la différenciation 
de cellules MC3T3, une lignée d'ostéoblastes dérivés de calvarias. Toutefois, il est 
important de spécifier qu'il s'agissait d'ostéoblastes ne subissant aucune autre stimulation 
que celle nécessaire à induire l'apparition de nodules de minéralisation, c'est-à-dire du β-
glycerophosphate et de l'acide ascorbique. Ainsi, afin de s'assurer qu'E4BP4 est 
préférentiellement activé dans les ostéoblastes matures, il serait nécessaire de refaire cette 
expérience de différenciation in vitro en incluant un traitement à la PTH ou la PTHrP. Une 
telle découverte permettrait de définir la voie de signalisation 
PTHrP(PTH)/Gαs/PKA/E4BP4 comme une voie spécifique aux ostéoblastes matures. 
4.3.2.2 Mécanisme hypothétique impliquant RUNX2 
Lors d'un traitement à la PTHrP(1-34), nous observons une rapide induction de 
l'expression de E4BP4, suivie d'une répression de PHEX (Figure 3.1B). Toutefois, tandis 
que les niveaux protéiques d'E4BP4 reviennent à des valeurs tout près de la normale huit 
heures après le début du traitement, la répression de PHEX est fortement maintenue durant 
24 heures (Figure 3.1 B et C). Afin d'expliquer le maintien de cette répression, nous 
suggérons une possible implication du facteur de transcription RUNX2. En effet, il a été 
démontré qu'un traitement à la PTHrP(1-34) bloque l'expression de RUNX2 dans les 




l'expression de l'ALP et de la minéralisation de la MEC par les ostéoblastes. Aussi, puisque 
la surexpression de RUNX2 semble suffisante pour contrer cet effet [431], il serait pertinent 
d'évaluer l'effet de cette surexpression lorsque PHEX est inhibé par la PTHrP(1-34). Or, 
advenant que le maintien de la répression de PHEX par la PTHrP(1-34) soit due à une 
répression de RUNX2, la surexpression de ce facteur de transcription devrait renverser 
cette situation. Ainsi, on devrait observer une augmentation de l'expression de PHEX 
rapidement après un retour de l'expression de E4BP4 à des niveaux basals.  
4.3.2.3 Mécanisme hypothétique impliquant CREB 
Les premiers travaux réalisés, ayant pour but de caractériser le rôle d'E4BP4, ont 
démontré que cette protéine forme un homodimère afin d'interagir avec l'ADN. Toutefois, à 
l'instar de d'autres bZIP, il a été plus tard montré que ce répresseur est aussi capable 
d'hétérodimériser avec CREB. Cette caractéristique d'E4BP4 est intéressante puisque 
l'implication de CREB dans la réponse cellulaire à la PTH ou à la PTHrP a été observée à 
plusieurs occasions [432-435]. Toutefois, l'ensemble de ces études présentent des résultats 
contradictoires, illustrant bien la complexité de l'effet de la PTH et de la PTHrP sur le tissu 
osseux. Ainsi, on observe, que la stimulation de CREB par la PTH entraîne la diminution 
de l'expression de RUNX2 par les chondrocytes et l'augmentation de l'expression de RANKL 
par les ostéoblastes, résultats concordant l'effet catabolique de la PTH et la PTHrP sur le 
tissu osseux [435, 436]. À l'inverse, d'autres ont observé une augmentation de l'expression de 
c-FOS, un bZIP favorisant la prolifération des ostéoblastes [55, 56], suite à l'activation de 
CREB par la PTH, résultat en accord avec sa fonction anabolique [432]. Ainsi, puisque ces 
deux types d'action (catabolique et anabolique) semblent co-exister et qu'elle requiert 
l'activation de voies de signalisation communes, il demeure possible, dans le cas qui nous 
intéresse dans cette thèse, qu'une stimulation d'E4BP4 et de CREB par la PTHrP entraîne 
leur dimérisation et leur recrutement au promoteur de PHEX. Cette hypothèse est aussi 
supportée par la séquence nucléotidique présentée par les éléments de réponses EBPREs, 
notamment celle de l'EBPRE2, présent dans le promoteur de PHEX. Ainsi, la moitié 5' de 




légèrement atypique d'un EBPRE classique (5'-(G/A)T(G/T)A(C/T)-3') et qui pourrait aussi 
s'apparenter à un demi-site CREB/ATF (5'-GTCAT-3'). Cependant, les résultats présentés 
ici ne permettent pas de valider cette hypothèse. Une confirmation de cette interaction entre 
E4BP4 et CREB dans notre système ainsi qu'une vérification du recrutement de CREB au 
promoteur de PHEX, par ChIP, suite à l'exposition à la PTHrP(1-34), s'avèreraient 
nécessaires pour vérifier cette idée.  
4.3.3 E4BP4 et le rythme circadien 
Comme il a été mentionné auparavant, E4BP4 est un acteur important pour 
l'établissement et le maintien du rythme circadien. Ce système, qui prend naissance dans le 
noyau suprachiasmatique (NSC) de la partie antérieure de l'hypothalamus, permet 
l'établissemant d'un cycle temporel dans l'organisme [437-440]. De manière plus concrète, ce 
cycle temporel peut être décrit comme un cycle interne qui transpose, à l'intérieur de 
l'organisme, celui du jour et de la nuit. Du point de vue moléculaire, le fonctionnement du 
rythme circadien est assuré par l'oscillation de l'expression de gènes Clocks [437-440]. Une 
fois que cette expression rythmée est bien établie dans le NSC, l'oscillation est transmise 
aux organes périphériques, notamment par l'entremise du système nerveux périphérique ou 
de signaux endocriniens [437-440]. Ainsi, E4BP4 intervient dans la régulation du cycle 
circadien par son action répressive sur la transcription de certains gènes Clocks, tels PER1, 
PER2, PER3, NR1D1, NR1D2, RORA et RORB [423, 441, 442].  
Outre cette fonction de répresseur de gène Clocks, les résultats présentés dans cette 
thèse et ceux obtenus par deux autres groupes montrent que cette protéine exerce aussi une 
fonction dans les ostéoblastes. En effet, dans ces cellules la PTH et la PTHrP, via 
l'augmentation des niveaux d'AMPc, induient l'expression de E4BP4 [443-445]. Une fois 
induit, le répresseur diminue l'expression de PHEX et de COX-2 par son interaction avec 
des éléments de réponses présents dans leur promoteur. Par la suite, cette répression de 




OSX [445]. Ainsi, l'ensemble de ces effets suggèrent qu'E4BP4 est capable de diminuer la 
différenciation et l'activité des ostéoblastes.  
4.3.3.1 Le rythme circadien et le contrôle de la masse osseuse 
Cette nouvelle fonction d'E4BP4 sur le métabolisme et la différenciation des 
ostéoblastes permet de tracer un parallèle intéressant avec son rôle dans la régulation du 
cycle circadien. En effet, au cours des dernières années, plusieurs évidences s'accumulent 
suggérant que le rythme circadien intervient dans la régulation de la minéralisation via son 
action sur les ostéoblastes et les ostéoclastes [446-451]. Parmi les études supportant cette 
hypothèse, on retrouve celle réalisée par l'équipe du docteur Karsenty montrant que les 
souris Per1-/-;Per2-/- et Cry1-/-;Cry2-/-, dont les gènes délétés correspondent à des gènes 
Clocks nécessaire à l'établissement de l'oscillation dans le NSC et en périphérie, ont une 
masse osseuse supérieure aux animaux sauvages [451-453]. Cet effet semble être la 
conséquence d'une augmentation de la prolifération et de la différenciation des ostéoblastes, 
montrant donc que ces gènes Clocks ont pour fonction d'inhiber ce processus lorsque 
exprimés [451]. De plus, puisque ces souris knock-out ne sont plus sensibles à la perte de la 
masse osseuse induite par l'axe leptine/NSC/Système nerveux sympathique (SNS), ces 
résultats suggèrent un contrôle systémique du volume osseux par le NSC par la régulation 
des gènes Clocks [451]. Cette idée d'un contrôle de la masse osseuse par le NSC est 
supportée par une autre étude montrant que les niveaux circulants en leptine sont régulés 
par le NSC [454].  
Aussi, d'autres hormones agissant sur le tissu osseux peuvent être régulées par le 
NSC. C'est le cas de la PTH qui voit son expression oscillée sur un cycle de 24 heures [455]. 
Ces fluctuations, combinées au fait que cette hormone est capable de stimuler l'expression 
de Per1 dans les ostéoblastes et les chondrocytes, suggèrent que le NSC pourrait aussi 
contrôler la masse osseuse par l'entremise de la PTH [456, 457]. Les résultats présentés dans 
cette thèse et retrouvés dans d'autres études appuient également un tel modèle. En effet, 




E4BP4, et que cette induction conduit à la répression de gènes essentiels à la minéralisation 
de la matrice extracellulaire osseuse, soit OSX, RUNX2 et PHEX, on pourrait croire que ces 
deux hormones coopèrent avec la l'axe leptine/NSC/SNS pour inhiber la minéralisation. 
Toutefois, la particularité du rôle de la PTH sur le tissu osseux ne permet pas une 
conclusion aussi simple. En effet, puisque cette hormone induit autant un effet catabolique 
qu'anabolique sur ce tissu, on se doit de considérer une deuxième hypothèse. Cette 
hypothèse est basée sur la fonction d'E4BP4 en tant que régulateur du cycle circadien par sa 
capacité de réprimer l'expression de plusieurs gènes Clocks, dont notamment celle de PER1 
et PER2 [423, 441, 442]. Cette fonction, quoique jamais démontrée dans les ostéoblastes, 
permettrait donc à E4BP4 de réprimer l'expression de protéines responsables d'inhiber la 
prolifération et la différenciation des ostéoblastes. L'idée qu'E4BP4 soit impliquée dans 
l'établissement et le maintien du rythme circadien dans les ostéoblastes est supportée par un 
grand nombre d'études démontrant qu'un défaut dans l'expression rythmique de la PTH est 
associé à la diminution de la masse osseuse chez les femmes ménopausées [455, 458-462]. De 
plus, cette action rythmique de la PTH n'est pas sans rappeler l'impact positif, sur la densité 
osseuse, engendré par l'administration de PTH recombinant de manière intermittente [75-77]. 
Ainsi, il serait intéressant d'évaluer l'effet de l'expression rythmique d'E4BP4 seul sur la 
densité osseuse. Pour ce faire, le développement d'une souris transgénique surexprimant 
E4BP4, sous le contrôle d'un promoteur inductible à la doxycycline, pourrait s'avérer utile 
pour évaluer le rôle spécifique d'E4BP4 dans le gain de la masse osseuse lorsque les 






Figure 4.2 Schéma résumant l'action hypothétique de E4BP4 sur la 
minéralisation des os. 
Le système nerveux symphatique (SNS), sous l'influence d'un axe 
Leptine/Hypothalamus-noyau suprachiasmatique (NSC) inhibe la minéralisation 
par la stimulation de PER1/2 [451]. E4BP4 est une protéine participant à 
l'établissement des rythmes circadiens par son action inhibitrice sur les gènes 
Clocks dont font parti PER1/2 [423, 441, 442]. Aussi, ce répresseur transcriptionnel 
réprime l'expression de différents gènes essentiels à la différenciation et 
l'activées des ostéoblastes tels que RUNX2, OSX  et PHEX. Deux hypothèses 
peuvent être formulées suite à ces différents rôles. La première stipule 
qu'E4BP4 peut augmenter la masse osseuse par sa capacité à établir et maintenir 
un rythme circadien dans les cellules, notamment en réprimant l'expression de 
PER1 et PER2. La deuxième stipule qu'E4BP4, en agissant directement sur des 





Notre compréhension de cette nouvelle voie de régulation passe par une 
compréhension de l'impact physiologique de la répression de PHEX par l'axe PTHrP (ou 
PTH)/E4BP4. Puisque les modèles cellulaires in vitro ne nous permettent pas de 
comprendre la complexité de l'action de la PTH et de la PTHrP sur l'homéostasie des os, le 
développement d'un modèle animal knock-out pour E4bp4 serait utile pour considérer l'une 
ou l'autre des hypothèses mentionnées auparavant. Deux types de résultats, basés sur ces 
deux hypothèses, seraient envisageables. Selon la première hypothèse, la souris E4bp4-/- 
verrait sa masse osseuse diminuée due à un défaut de l'oscillation circadienne des 
ostéoblastes et à l'expression constante de gènes tels Per1 et Per2. Selon la seconde 
hypothèse, la souris E4bp4-/- verrait sa masse osseuse augmentée due au maintien de 
l'expression de Runx2, d'Osx et de Phex (Figure 4.2). De plus, il ne serait pas étonnant de 
noter un effet beaucoup plus grand dans l'os cortical que trabéculaire puisque, chez les 
souris Pth1r-/-, on observe un épaississement de cette structure osseuse [394]. 
4.3.4 E4BP4 et le contrôle des niveaux de phosphate sanguin 
Du point de vue de la régulation des niveaux de phosphate sanguin, l'impact de cette 
répression de PHEX par la voie PTHrP/E4BP4 s'avère également intéressant. En effet, 
comme il a été mentionné auparavant, PHEX, par un mécanisme dépendant de 
l'augmentation de l'expression de FGF23, est un acteur important du contrôle de la 
réabsorption du phosphate excrété par les reins (Figure 1.7) [250-252]. Ainsi, l'inactivation ou 
l'absence de PHEX chez les patients souffrant du XLH ou chez la souris Hyp conduit à la 
diminution de l'expression des co-transporteurs sodium/phosphate NaPi2a et NaPi2c [463, 
464]. Outre FGF23, la PTH contrôle elle aussi la réabsorption du phosphate par les reins 
(Figure 1.7) [73, 465]. Pour ce faire, elle utilise le même mécanisme, soit la diminution de 
l'expression de NaPi2a/c [466-469]. La répression de PHEX par la PTH et la PTHrP présentée 
dans cette thèse et observée dans le passé suggère que la PTH pourrait accroître les niveaux 
d'expression de FGF23 en supprimant l'expression de PHEX. Cet effet indirect pourrait 




permet l'augmentation de l'expression du FGF23 par les calvarias [470].  Aussi, en support à 
cette hypothèse, il a été observé que, dans le syndrome de McCune-Albright et la 
chondrodysplasie métaphysaire de Jansen, respectivement causés par une mutation 
activatrice du gène GNAS et PTH1R, il y a une augmentation de FGF23 circulant associée 
à une hypophosphatémie [471, 472]. Il serait donc intéressant d'évaluer l'importance de la 
répression de PHEX par l'axe PTH/E4BP4 dans le développement de l'hypophosphatémie 
retrouvée dans ces deux maladies. Ainsi, dans la perspective qu'une répression de PHEX 
dans ces deux maladies est responsable, du moins en partie, de l'augmentation des niveaux 
de FGF23 circulant et donc de l'hypophosphatémie, une inhibition de cette voie de 
signalisation s'avérerait pertinente pour un traitement d'un tel symptôme.  
4.3.5 ATF4, un potentiel activateur transcriptionnel de PHEX 
Enfin, l'analyse in sillico du promoteur de PHEX a révélé la présence de deux 
éléments de réponse potentiels pour le facteur de transcription ATF4. Ces deux éléments de 
réponse, situés sur le brin complémentaire, sont localisés aux nucléotides -310/-303 et -
281/-274 (par rapport au site d'initiation de la transcription) et présentent la séquence 
complémentaire 5'-TGATGAAA-3'. Cette séquence est similaire au consensus pour les 
facteur ATFs, soit 5'-TGACGT(C/A)(G/A)-3' [47, 473]. La présence de ces deux éléments de 
réponse suggère qu'ATF4 est potentiellement capable d'activer l'expression de PHEX. Cette 
idée est intéressante puisqu'en 3' de ces éléments (en position -225/-219) on retrouve un site 
de liaison pour RUNX2, un partenaire connu d'ATF4 et un activateur transcriptionel de 
PHEX [61, 66, 263]. Aussi, les observations réalisées chez les souris adultes Rsk2-/y, dont la 
fonction kinase est essentielle à l'activité d'Atf4, tel que mentionné plus tôt, supportent 
également l'idée qu'ATF4 puisse être un activateur transcriptionel de PHEX [61, 62]. En effet, 
chez ces animaux, il est impossible de détecter l'expression de la peptidase Phex dans les 
ostéoblastes, tandis que l'expression d'autres marqueurs tardifs de leur différenciation, telles 
l'OCN et l'OPN, semble maintenue [62]. De plus, le défaut de minéralisation de l'os cortical 




ces deux observations suggèrent qu'ATF4, in vivo, active l'expression de PHEX pour 
promouvoir la fonction des ostéoblastes. Malgré tout, cette régulation reste hypothétique et 
une étude mécanistique n'en demeure pas moins nécessaire pour s'assurer de sa véracité. 
Ainsi, une première analyse par ChIP, afin de vérifier l'occupation des éléments de 
réponses pour ATF4, couplée à la délétion de ces mêmes éléments dans le rapporteur 
luciférase, nous permettraient d'en apprendre beaucoup sur le rôle potentiel d'ATF4 dans la 
régulation transcriptionnelle de PHEX. 
4.3.6 Conclusion sur la répression de PHEX par E4BP4 
Les résultats présentés dans ce deuxième article permettent de caractériser la voie de 
signalisation utilisée par la PTH et la PTHrP afin de réprimer l'expression de PHEX. Ce 
nouveau rôle d'E4BP4 suggère également un nouveau mécanisme par lequel le cycle 
circadien pourrait contrôler la minéralisation des os via la PTH. Ainsi, E4BP4 pourrait 
s'avérer un facteur clé dans l'établissement du rythme circadien dans le tissu osseux. De 
plus, la rythmicité du cycle circadien et de la sécrétion de la PTH par les glandes 
parathyroïdiennes n'est pas sans rappeler l'effet bénéfique, sur la masse osseuse, 
qu'engendre l'administration intermittente de la PTH chez les femmes ménopausées 
souffrant d'ostéoporose. Ainsi, l'activation de ce nouveau mécanisme transcriptionnel 
pourrait s'avérer une belle alternative à l'utilisation de la PTH afin d'induire un gain de la 
densité osseuse chez les patients souffrant d'ostéoporose. Bref, cette nouvelle fonction 
d'E4BP4 en tant que régulateur transcriptionnel de PHEX pourrait permettre le 
développement de thérapies plus spécifique pour le traitement de pathologie telle 
l'ostéoporose.   
Enfin, même si la fonction de PHEX n'est pas entièrement comprise, le caractère 
dominant du syndrome XLH suggère que son expression doit être parfaitement contrôlée 
afin que la minéralisation du tissu osseux et que les niveaux de phosphate sanguin soient 
optimaux. Ainsi, la découverte de ce nouveau mécanisme permet maintenant d'explorer 




ayant pour conséquence l'augmentation de l'activité des protéines Gαs, tels le syndrome de 
McCune-Albright et la chondrodysplasie métaphysaire de Jansen, une faible diminution de 
l'expression de PHEX, due à l'expression constante d'E4BP4, pourrait être responsable de 
l'établissement de l'hypophosphatémie.   
Pour conclure, un grand nombre d'expériences ont été proposées dans cette section 
de la discussion. Aussi, afin de poursuivre ce projet, il serait essentiel de produire une 
souris E4bp4-/-. Un tel animal permettrait de déterminer l'importance de la répression de 
PHEX par E4BP4 sur l'homéostasie du tissu osseux et de l'importance de ce facteur de 
transcription dans la voie de signalisation PTHrP(PTH)/Gαs/PKA. 
4.4 PITX1 et PHEX, deux gènes respectivement impliqués 
dans la minéralisation des os et l'ostéoarthrite ? 
Les deux projets de recherche décrits dans cette thèse touchent, à première vue, 
deux volets de la biologie osseuse distincts. En effet, tandis que le premier porte sur la 
régulation d'un facteur de transcription dont la perte d'expression semble avoir des 
conséquences néfastes sur l'homéostasie du cartilage articulaire, le second porte plutôt sur 
la régulation d'une peptidase jouant un rôle clé dans la minéralisation des os et le contrôle 
des niveaux sanguins de phosphate. Toutefois, lorsque l'on s’y attarde, on retrouve certaines 
indications qui suggèrent un rôle potentiel de PITX1 dans l'ostéoblastogenèse et, par 
conséquent, dans la minéralisation des os. Il est également possible d'émettre certaines 
hypothèses attribuant un rôle potentiel de PHEX dans la chondrogenèse, et peut-être même 
dans la pathogenèse de l'OA.  
Comme il l’a été mentionné dans la section 1.6.1.4, PHEX est fortement exprimé 
dans les chondrocytes hypertrophiques. Puisque les souris Hyp et les patients souffrant de 
XLH présentent un rachitisme, il est vraisemblable de penser que PHEX exerce une 
fonction dans ces chondrocytes. De plus, étant donné le rôle de PHEX dans les 




chondrocytes hypertrophiques. Dans l'OA, on observe une augmentation de la calcification 
du cartilage articulaire. Aussi, si PHEX participerait à une telle fonction, une inhibition de 
l'expression de cette peptidase chez les patients souffrant d'OA pourrait diminuer cette 
calcification. Pour ce faire, une stimulation de l'expression d’E4BP4 par la PTH ou une 
inhibiton de l'expression de RUNX2 par une approche de RNAi pourrait être utilisée.  
Dans la section 1.6.2, il a été mentionné que les souris Pitx1+/- âgées présentaient, 
en plus de l'amincissement du cartilage articulaire, une augmentation du volume de l'os 
sous-chondral. Puisque nous croyons que l'accumulation nucléaire de PHB1 et, par 
conséquent, la répression de PITX1, est de nature génétique et non pas secondaire à un 
évènement telle l'inflammation, il est possible de penser que l'expression de PITX1 est 
également réduite dans les ostéoblastes de patients OA. Peu de données permettent de 
définir une fonction précise à PITX1 dans les ostéoblastes. Toutefois, à la lumière des 
observations faites chez les souris déficientes en Pitx1 et des résultats obtenus dans 
différentes études portant sur les E2Fs et pRB, il est possible de croire que PITX1 favorise 
la prolifération des ostéoblastes. Ainsi, une diminution de l'expression de PITX1 dans ces 
cellules pourrait favoriser une sortie des ostéoblastes du cycle cellulaire, leur maturation et, 
par conséquent, l'augmentation de la minéralisation de la MEC par les ostéoblastes.  
4.4.1 Conclusion générale 
Pour conclure, cette thèse a pour but d'identifier de nouveaux mécanismes 
transcriptionnels impliqués dans le développement et l'homéostasie des os. Ainsi, nous 
avons découvert que PHB1 et E2F1 sont respectivement capables de réprimer et d’activer 
l'expression de PITX1, un facteur de transcription jouant un rôle clé dans la chondrogenèse. 
De plus, nous avons aussi découvert que le répresseur transcriptionnel E4BP4 réprime 
l'expression de PHEX, une peptidase essentielle au maintien de niveaux standards de 
phosphate circulant et à la minéralisation des os, lors d'une exposition des ostéoblastes à la 
PTHrP. Ensemble, ces nouveaux mécanismes transcriptionnels permettent une meilleure 




nouveaux mécanismes offrent de nouvelles cibles pour le traitement de maladies telles que 
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